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Introduction générale
Ce travail de thèse, dirigé par Madame A-M. Gué et Monsieur A. Boukabache, s’inscrit dans les activités
de l’équipe Nano Ingénierie et Intégration des Systèmes (N2IS) du LAAS-CNRS, consacrées au déve-
loppement des microsystèmes fluidiques. Il explore, pour la première fois, la possibilité d’appliquer
les technologies fluidiques bio-puces à la réalisation de fonctions impliquant une culture cellulaire
embarquée.
Le domaine d’application de notre travail concerne la mesure de la concentration en matière carbonée
des eaux traitées dans les stations d’épuration puis rejetées dans l’environnement. De façon générale,
dans le cycle de l’eau, la partie carbonée des eaux est traitée par les cultures bactériennes qui s’y
développent spontanément. La conduite de ces stations suppose, donc, de contrôler régulièrement la
qualité d’épuration à travers la teneur en matières nourricière et bactérienne, processus évalué par la
Demande Biologique en Oxygène (DBO) d’un échantillon d’eau.
La mesure de cet indicateur de qualité des eaux traitées est une nécessité dans la gestion des eaux
usées. Chaque organisation, chaque famille, rejette quotidiennement ses eaux usées qui sont collectées
à travers les 250.000 kms de canalisations en France. Les milliers de stations d’épuration leur font alors
subir des traitements bactériens d’oxydation, qui détruisent les matières carbonées, jusqu’à renvoyer
ces eaux purifiées dans le milieu naturel. La conduite de ces stations d’épuration implique une parfaite
connaissance de l’évolution des matières carbonées présentes dans les fluides à traiter. A l’heure
actuelle, la pratique standardisée de contrôle de qualité des eaux traitées s’opère par prélèvements et
tests en laboratoire sur 5 jours courants, identifiés par l’appellation DBO5.
L’intérêt des biologistes pour la recherche de la mesure de ce paramètre par voie cellulaire et notam-
ment par la mise en œuvre de bactéries apparait à travers la prise en compte de l’épuration « naturelle
» des eaux de rejet. En outre, la maîtrise d’une DBO différentiée permet d’imaginer de contrôler, sur le
long terme, les ensemencements bactériens pour parfaire les épurations. Pour ce faire, il faut établir,
par des mesures systématiques, les relations entre le type des bactéries et la nature des matières
organiques.
L’objectif de ce travail est, donc, la conception et le prototypage d’un dispositif microsystème de
mesure de DBO par le suivi de l’évolution de la consommation en oxygène d’une culture cellulaire
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choisie. En effet, cette consommation s’opère par oxydation des matières carbonées ce qui témoigne
directement de leurs présences dans le milieu testé. Dans un objectif d’identification des polluants,
la différentiation des cellules choisies et de leurs conditions environnementales devrait permettre
d’évaluer, à travers des mesures en réseau, le taux d’oxygène consommé, et donc de remonter au
spectre des espèces organiques présentes dans un échantillon donné.
Cette thèse s’inscrit dans le cadre du projet, pluridisciplinaire, ANR BIOGUARD (2011-2014). Il a né-
cessité la mise en place d’une approche associant le monde du « vivant » d’une manière générale à
celui des microsystèmes. L’étroite collaboration avec les biologistes de l’équipe du CBAC (Capteurs
Biologiques pour l’Analyse et le Contrôle - Université de Nantes), animée par Monsieur G. Thouand,
a permis des interactions à tous les stades de développement du projet et de son expérimentation
tant en laboratoire qu’en station expérimentale (SOTRALENTZ). D’un autre côté, l’entreprise BIONEF,
par l’entremise d’une convention Cifre BIONEF-LAAS/CNRS, nous a permis de participer à ce pro-
gramme coopératif et de développer une approche applicative pré-industrielle de ce travail. Les autres
partenaires (IETR, Suez Environnement, CSTB, Sotralentz) ont participé à la définition du cahier des
charges du projet ainsi qu’aux essais terminaux de qualification.
L’organisation générale du projet BIOGUARD confiait au LAAS-CNRS la conception et le prototypage
de la bio puce et de son lecteur, tandis que le laboratoire de Nantes était en charge du choix de bactéries
spécialisées.
L’originalité de cette approche est double : imaginer un dispositif et une technologie d’intégration mi-
cro fluidique pour réaliser une biopuce supportant des bactéries, et lui associer un lecteur miniaturisé
capable de fonctionner en site isolé. L’option technique de mise en œuvre de l’instrumentation de
mesure et de suivi de l’activité des bactéries sélectionnées à travers leur consommation d’oxygène, est
celle d’une mesure optique.
Au démarrage de ce projet, plusieurs questions se sont posées à nous pour concevoir les biopuces :
les technologies microsystemes (matériaux, procédés de fabrication, etc. . . ) sont-elles compatibles
avec la vie cellulaire ? Jusqu’à quel niveau de miniaturisation peut-on aller sans gêner les mécanismes
d’oxydations cellulaires ? Comment gérer les injections de fluides et toutes les interfaces entre la
biopuce et son environnement d’usage ?
A ces questions générales se rajoutent celles qui concernent directement la conception et le proto-
typage du couple biopuce et lecteur : quelles technologies d’intégration biopuce mettre en œuvre ?
Comment procéder pour intégrer un capteur de mesure d’oxygène dans les canalisations de la bio-
puce ? Quelles interfaces fluidiques entre la puce et son environnement ? Quels types de tests adopter
pour suivre et qualifier les expérimentations ?
Quelques décisions collectives ont permis, initialement, de guider nos réflexions, par exemple l’idée
que la biopuce, au stade de la fabrication, recevra des bactéries lyophilisées et qui seront réactivées au
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moment de la mesure. Egalement, le choix d’une lecture par fluorescence et la rédaction collective
d’un cahier des charges fixant des objectifs d’usage et de coût, nous a permis de présélectionner des
matériaux, des techniques de fabrication et de cibler notre vision de la conception de la biopuce.
A partir de ces données, nous avons établi un programme de travail qui a comporté quatre étapes. La
première est la conception et le prototypage d’une maquette « macro » réalisant un point de mesure. Ce
choix devait nous permettre de prendre la mesure de toute la complexité du projet, de choisir et tester
le capteur d’oxygène et de réaliser un prototype pouvant ensuite servir de référence comparative avec
la version intégrée envisagée. Il vient naturellement, en deuxième étape, la miniaturisation du point
de mesure « macro » vers une biopuce, où la difficulté de conception vient notamment de l’intégration
du capteur d’oxygène. Cette étape comporte également une phase de validation des prototypes de
biopuces réalisées. Les choix convenus à ce stade doivent permettre la conception d’un lecteur de
fluorescence adapté à la biopuce. Dans l’étape suivante, les contributions de l’équipe du CBAC, et des
autres partenaires, seront intégrées aux travaux du LAAS-CNRS. Finalement, nous terminerons par
une étape de validation expérimentale du couple biopuce-lecteur et de l’analyse des résultats.
La conception et le prototypage de puces micro fluidiques est un axe d’activité important. Il per-
met de développer des technologies d’intégration microsystèmes, c’est à dire de faire cohabiter des
technologies hétérogènes dans un même dispositif miniaturisé. Pour le développement de nos bio-
puces, plusieurs technologies ont été explorées. Les technologies silicium micro-fabriquées sont très
performantes, mais couteuses, si l’on n’exploite pas des miniaturisations extrêmes pour bénéficier
au maximum de la surface exploitable du substrat. La technologie SU8, résine époxy qui permet de
photo-graver parfaitement des épaisseurs de l’ordre du millimètre et pour laquelle le LAAS a déjà
développé de nombreuses technologies. La SU8 permet de descendre à des niveaux de miniaturi-
sations importants pour des coûts de revient modérés. La technologie verre-PDMS est explorée par
de nombreux laboratoires pour des objectifs de prototypage rapide et en raison de son faible coût
d’investissement.
Compte tenu du cahier des charges de BIOGUARD, nous avons pensé qu’il fallait adopter une approche
de la biopuce qui soit simple et jetable. Ce qui nous a conduit à proposer des biopuces réalisées sur
lame verre de microscope de 26×76 mm2 et donc avec une technologie PDMS-verre.
Cette thèse, faisant foi de nos travaux de recherches, est présentée en quatre chapitres. Le premier
chapitre est consacré à poser le problème et à positionner le projet dans le contexte de l’évaluation
de la qualité de l’eau. Nous en rappellerons l’importance sur les plans écologique et sanitaire. Une
analyse bibliographique sera décrite, avec d’une part un rappel des technologies utilisées actuellement
pour répondre au besoin, et d’autre part les nouveautés ou améliorations apportées aux anciennes
technologies.
Le deuxième chapitre expose les démarches de conception du prototype « macro » et du prototype «
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micro ». En premier lieu, nous rappellerons le cahier des charges, puis les technologies des capteurs
choisis seront exposées. Nous détaillerons, ensuite, la conception des systèmes fluidiques, dans leurs
versions « macro » et « micro », de l’instrumentation des capteurs et de la gestion de l’environnement
de mesure.
Le troisième chapitre traite des technologies de fabrication. Les procédés de fabrication des biopuces
en verre-PDMS y sont décrits, ainsi que la fabrication du prototype « macro », automate, pour des
mesures en des milli-volume. Nous présenterons ensuite la réalisation d’un banc expérimental pour
la mesure de la fluorescence. Finalement, les méthodes de cultures bactériennes et les techniques
d’évaluation de leur population seront décrites.
Le quatrième et dernier chapitre présente les résultats expérimentaux obtenus avec les différents pro-
totypes que nous avons développés. Nous montrerons les effets de la variation des facteurs d’influence
sur la biodégradation par les bactéries. Puis, nous tenterons d’expliquer ces phénomènes d’un point
de vue théorique, à l’aide de modèles de croissance bactérienne.
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1 Contexte et positionnement de l’étude
La première étape de nos travaux a consisté à définir et appréhender les différentes formes de pollution
des eaux de rejet et à leur associer une grandeur d’origine biochimique identifiable et mesurable. Pour
ce faire, le concept de DBO fait partie des indicateurs principaux utilisés par les industriels de l’eau
pour établir une échelle de qualité.
Dans ce chapitre nous aborderons et développerons, en partant de la définition et de l’évaluation de ce
paramètre, les normes permettant de le relier à la concentration en espèces chimiques / biologiques
présentes dans un échantillon d’eau. Nous nous intéresserons, à travers une bibliographie exhaustive,
aux systèmes, aux capteurs et aux instrumentations utilisés jusqu’à l’heure actuelle, pour mesurer
la DBO et la relier aux concentrations en produits polluants. Nous en ferons une analyse critique et
à partir de ces bases nous développerons l’approche initiée dans cette étude afin d’aboutir à une
démarche s’inscrivant dans une perspective d’amélioration des méthodes et techniques de mesure de
la qualité de l’eau.
1.1 La Demande Biologique en Oxygène (DBO5) : un paramètre impor-
tant
1.1.1 Qu’est-ce que c’est ?
La Demande Biologique en Oxygène (DBO) est un indicateur historique très important et reconnu
dans le domaine de la qualité de l’eau. Historiquement, elle a été utilisée pour la première fois en
1908 par la Royal Commission on River Pollution (Angleterre) pour mesurer la pollution organique
des rivières [Royal Commission on Sewage Disposal, 1915]. Généralement, quand il s’agit de parler de
qualité de l’eau, nous utilisons l’indicateur DBO5, ce suffixe ’5’ signifie : 5 jours. Cette traditionnelle
période de 5 jours a été choisie pour ce test car il s’agit du temps nécessaire pour que l’eau de la
rivière la plus longue d’Angleterre voyage de sa source jusqu’à l’estuaire. Par la suite, ce paramètre a
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été adopté par la American Public Health Association Standard Methods Committee (APHA) en 1936,
en tant qu’indicateur de référence pour l’évaluation de la biodégradabilité des substances chimiques
dangereuses pour l’environnement ou la santé [A.P.H.A. American Public Health Association and
Greenberg, Arnold E and Trussell et al., 1986]. La dernière norme proposée à ce jour, concernant les
rejets de stations d’épuration, est la norme NF EN 1899-1 adoptée depuis mai 1998 par la France. Cette
norme s’inscrit dans une directive européenne (La directive cadre sur l’eau), qui vise à donner une
cohérence à l’ensemble de la législation avec une politique communautaire globale dans le domaine
de l’eau.
La Demande Biologique en Oxygène correspond à la quantité d’oxygène dissous nécessaire aux
microorganismes aérobies de l’eau pour dégrader les Matières Organiques Biodégradables (MOB)
dissoutes ou en suspension. Durant ce processus, les matières organiques S sont converties par les
microorganismes en biomasse microbienne X f , par une réaction de biodégradation accompagnée de
dioxyde de carbone (CO2) et d’eau (H2O), comme indiqué par l’équation 1.1 [Jouanneau et al., 2014].
X0+S+O2 N ,P,M N−−−−−→ X f +Tp +CO2+H2O (1.1)
Avec X0 la biomasse initiale, S la source de carbone organique, O2 l’oxygène, N la source d’azote,
P la source de phosphore, M N les nutriments minéraux, X f la biomasse finale, Tp les produits de
transformation de la biodégradation, CO2 le dioxyde de carbone et H2O l’eau.
En quoi le paramètre DBO constitue-t-il un indicateur de la biodégradabilité d’une eau polluée ? Si
l’eau analysée contient des matières organiques, elles vont être dégradées par voie biologique, ce qui
va entraîner un développement de microorganismes aérobies. Cette prolifération provoquera une
chute de l’oxygène dissous dans le milieu récepteur et conduira à l’asphyxie de la faune présente. Cette
analyse permet donc de connaître l’impact du rejet dans le milieu récepteur.
La concentration en oxygène dissous est donc mesurée à la prise de l’échantillon, puis une nouvelle
fois 5 jours plus tard. La DBO se calcule par la différence des deux mesures et s’exprime en milligramme
d’oxygène par litre. La norme NF EN 1899-1 permet de déterminer la DBO par dilution avec une eau
saturée en oxygène afin que ce dernier ne soit pas un facteur limitant. L’échantillon à doser est donc
dilué dans une quantité d’eau, telle qu’à l’issue de la mesure le taux d’oxygène résiduel reste supérieur
à 50 % du taux initial. Deux mesures parallèles sont donc nécessaires, l’une mesurant l’oxygène dissous
de l’échantillon, et l’autre mesurant l’oxygène dissous de l’eau ayant servi à diluer l’échantillon. La DBO
réelle est obtenue par soustraction de la différence d’oxygène de l’eau de dilution à celle de l’échantillon.
La figure 1.1 présente schématiquement le principe de cette dilution, et l’équation permettant de
remonter à la DBO. Les mesures sont effectuées à une température de 20°C et à l’obscurité afin d’éviter
toute photosynthèse parasite.
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FIGURE 1.1 – Schéma expliquant le principe de dilution (A) et le calcul de la DBO (B) en fiole fermée
La règlementation actuellement en vigueur, en France, impose des niveaux limites de rejet des installa-
tions de 30 mg/l de Matières En Suspension (MES) et 35 mg/l de DBO5.
1.1.2 Méthodes standards et outils pour la mesure de la DBO5
La mesure de la DBO est traditionnellement effectuée selon une méthode normalisée actuellement
nommée « essai en fiole fermée », décrite dans les normes internationales ISO 5815-1 : 2003 et ISO
5815-2 : 2003 intitulées « Qualité de l’eau — Détermination de la demande biochimique en oxygène
après n jours (DBOn) ». La première partie de la norme concerne la mesure de la DBO par la méthode
de dilution (« Partie 1 : Méthode par dilution et ensemencement avec apport d’allylthiourée »), tandis
que la seconde concerne la mesure des eaux non-diluées (« Partie 2 : Méthode pour échantillons non
dilués »). Pour imiter la diversité microbienne présente dans l’environnement, ces tests sont basés
sur des échantillons microbiens généralement prélevés dans l’environnement (diversité microbienne
inconnue, densité cellulaire ≈ 105 cellules/ml) [OCDE, ].
Le protocole indiqué dans ces normes consiste à mettre les échantillons potentiellement contaminés
par des matières organiques dans des bouteilles (Figure 1.2(a)), à les aérer afin de saturer l’échantillon
en oxygène, puis à les ensemencer avec une population bactérienne. Les flacons sont alors fermés
hermétiquement et mis en incubation dans une chambre noire à 20°C. L’oxygène dissous est mesuré,
pour tous les échantillons, avant et après incubation de n jours pour estimer la DBO. Les normes
précisent que la mesure de l’oxygène doit être effectuée soit par la méthode iodométrique (Winkler’s
method) (ISO 5813 :1983 Qualité de l’eau - Dosage de l’oxygène dissous - Méthode iodométrique)
[James H., 1965] soit par la méthode de la sonde électrochimique (ISO 5814 :2012 Qualité de l’eau -
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Dosage de l’oxygène dissous - Méthode électrochimique à la sonde).
Une version commercialisée semi-automatique est disponible [WTW, ] (Figure 1.2(b)). Une sonde
électrochimique est insérée dans le flacon, de manière hermétique, pour mesurer la concentration en
oxygène dissous dans l’échantillon en temps réel. Cette amélioration technique permet de mesurer la
cinétique de dégradation de la matière organique dans les conditions d’analyse imposées par la norme.
Des versions automatisées existent sur le marché, un exemple de ce type de système est présenté sur
la figure 1.2(c) [Skalar, ]. Leur protocole suit les spécifications de la méthode standard, mais les étapes
manuelles sont remplacées par un bras robotisé. Ces systèmes sont capables d’effectuer les dilutions
nécessaires, de mélanger l’échantillon, et même d’ajouter l’inoculum bactérien.
(a) (b) (c)
FIGURE 1.2 – Système de mesure de la DBO : essai en fiole fermée (a) manuellement, (b) semi-
automatique et (c) automatique.
Il existe, classiquement, deux méthodes de mesure de l’oxygène dissous. La première, la méthode
de Winkler, est une méthode de dosage en retour, par iodométrie, du dioxygène dissous en solution
aqueuse. Le principe de cette méthode consiste à fixer l’oxygène dissous en ajoutant du chlorure de
manganèse (MnCl2) dans l’eau, il se forme alors un précipité d’hydroxyde de manganèse (Mn(OH)3).
Puis par l’ajout du réactif de Winkler (KI KOH), de l’iode est libérée en quantité proportionnelle à
celle de l’oxygène dissous. Finalement, on dose l’iode grâce à du thiosulfate de sodium (Na2S2O3).
Cette méthode permet d’obtenir une valeur précise de la concentration en oxygène, mais le nombre
d’opérations et de réactifs nécessaires à sa réalisation sont importants.
La seconde, la méthode électrochimique, consiste à utiliser un capteur d’oxygène électrochimique
(par exemple : électrode de Clark) pour fournir une grandeur électrique mesurable proportionnelle à
la concentration en oxygène dissous. Cette méthode est bien plus simple à mettre en œuvre que la
méthode de Winkler, mais elle est souvent plus imprécise.
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1.2 Les bactéries : un outil pour l’évaluation de la qualité de l’eau
Afin de comprendre comment les bactéries peuvent nous permettre d’évaluer avec précision la qualité
de l’eau, il faut d’abord comprendre leur mode de vie et de croissance. Nous verrons, en premier
lieu, la composition d’une bactérie. Ensuite, nous aborderons l’étude de leur phase de croissance et
nous verrons qu’il est possible de les modéliser sous forme d’équations. Finalement, nous passerons
en revue les stratégies adoptées pour sélectionner les souches bactériennes particulières en vue de
déterminer la qualité d’une eau.
1.2.1 Description des bactéries
Les bactéries sont des organismes unicellulaires sans noyau, donc des procaryotes. Leur rôle pour
l’environnement et les êtres vivants est multiple, leurs actions pouvant être positives ou négatives. Ces
minuscules organismes, de quelques micromètres de longueur, sont les premiers êtres vivants à être
apparus sur Terre, il y a environ 3,5 milliards d’années [Guespin-Michel, 2012]. Le mot bactérie est
dérivé d’un mot grec signifiant « bâtonnet » et est cité pour la première fois en 1838 par Ehrenberg. Au
XIXe siècle, les travaux de Louis Pasteur ont révolutionné la bactériologie. On lui doit la découverte du
rôle infectieux de certains micro-organismes, mais également la conception des milieux de culture,
des procédés de destruction des micro-organismes comme l’autoclave et la pasteurisation. Depuis, les
connaissances sur les micro-organismes, et notamment sur les bactéries, n’ont cessé de croître, avec
les travaux de grands scientifiques tels que Robert Koch et Paul Ehrlich (respectivement prix Nobel
1905 et 1908) [Wikipedia, ].
Les bactéries peuvent être divisées en deux groupes, Gram négatif ou Gram positif, selon la structure et
la composition chimique de leur paroi cellulaire. Dans ces groupes, les bactéries peuvent être classifiées
selon leur forme. Nous retrouvons principalement les cocci (ou coques) de forme sphérique ou
ovale (staphylocoque, streptocoque, pneumocoque. . . ) et les bacilles de forme allongé (en bâtonnets)
(Escherichia Coli, Pseudomonas, Listeria. . . ). Mais il existe bien d’autres formes encore, en bâtonnet
incurvé (Vibrio), des hélicoïdales, en tire-bouchon, en massue. . . La grande diversité des formes est
déterminée par la paroi cellulaire et le cytosquelette. Cependant, elles ont toute une même structure
de base schématisée en figure 1.3.
Leur structure est composée de [Dehecq and Duhamel, , iMedecin.com, ] :
• La paroi cellulaire est une enveloppe rigide plus ou moins épaisse présente chez toutes les
bactéries. Elle constitue le squelette externe et est responsable de la forme de celle-ci. La
bactérie étant très riche en solutés, sa pression osmotique interne est très élevée. La paroi évite
donc l’éclatement de la cellule.
• La capsule est une substance visqueuse, plus ou moins épaisse qui entoure la paroi. Elle joue un
rôle de protection de la cellule contre l’environnement externe et aussi contre la phagocytose.
9
Chapitre 1. Contexte et positionnement de l’étude
FIGURE 1.3 – Schéma de la structure cellulaire d’une cellule bactérienne typique.
Elle peut être responsable de l’adhésion aux surfaces (donc de la formation de biofilms).
• Les flagelles sont des filaments longs et très fins servant au déplacement de plusieurs espèces
de bactéries. Les bactéries hétérotrophes peuvent utiliser leurs flagelles pour se diriger vers des
zones riches en nutriments grâce au phénomène de chimiotactisme. Le nombre et la position
des flagelles constituent un critère de classification des bactéries à flagelles.
• Les pili sont des filaments relativement courts se situant à la surface de la paroi de nombreuses
bactéries à Gram négatif. On les classe en deux catégories : les pili communs qui permettent
l’adhésion sur un substrat, et les pili sexuels servant à la transmission de plasmides codant des
informations génétiques d’une bactérie mère à une bactérie fille (phénomène de conjugaison).
• L’appareil nucléaire (ou Nucléoïde) est une région située à l’intérieur des bactéries dans laquelle
se trouve le matériel génétique qui est formé, le plus souvent, d’un seul chromosome en forme
d’anneau.
• Les ribosomes sont de très fines granulations servant à la synthèse des protéines bactériennes.
Ils se trouvent dans le cytoplasme et sont particulièrement présents à proximité de la membrane
cytoplasmique.
• Le cytoplasme désigne le contenu d’une cellule, il est délimité par la membrane plasmique. Il
contient des ribosomes, des plasmides et le chromosome. L’ensemble des constituants cytoplas-
miques sont placés dans un gel colloïdal, qui contient 80 % d’eau et des substances organiques
et minérales de réserves, à une pression interne considérable (5 à 20 atmosphères).
• Les plasmides sont des molécules d’ADN qui se répliquent indépendamment du chromosome,
qui peuvent s’intégrer à celui-ci et qui sont transmissibles. Les bactéries en comportent généra-
lement 5 à 30 copies, mais ils ne sont pas essentiels à la survie de la bactérie. Ils sont porteurs de
caractères de fertilité, de résistance aux antibiotiques ou aux antiseptiques, de bactériocines, de
virulence, de caractères métaboliques, entre autres.
• La membrane plasmique est une structure interne à l’interface entre le cytoplasme et les struc-
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tures externes. Cette membrane à un rôle métabolique majeur, elle assure : une perméabilité
sélective et le transport des substances solubles vers l’intérieur de la bactérie, une fonction respi-
ratoire par transport d’électrons et de phosphorylation oxydative pour les bactéries aérobies, et
d’excrétion d’enzymes hydrolytiques qui dégradent les polymères en sous-unités suffisamment
petites pour pouvoir traverser la membrane plasmique et être importés dans la bactérie.
Comme tout être vivant, les bactéries ont besoin de nutriments pour croître et se reproduire, à partir de
substances organiques simples (acides aminés, glucides, acides gras, vitamines, hydrocarbures, etc.) et
de certaines substances inorganiques (phosphates, soufre, nitrates, etc.). La croissance bactérienne
correspond à l’accroissement du nombre de bactéries et non à l’augmentation de la taille d’une
bactérie. La croissance fonctionne sur le principe de la division cellulaire (scissiparité) et est influencée
par différentes conditions physico-chimiques du milieu.
Les facteurs qui influencent le plus cette croissance sont la température [Davey, 1994, Pietikainen
et al., 2005], l’humidité [Zuberer and Kenerley, 1993], l’oxygène et le pH [Davey, 1994]. Dans un milieu
propice, les bactéries peuvent se multiplier très rapidement. Une population de bactéries peut doubler
toutes les 20 minutes en fonction de la disponibilité en nutriments [Seto and Alexander, 1985], la
présence de bactéries concurrentes, ou encore de la présence de prédateurs, de bactériophages ou
d’antibiotiques [Rolinson, 1980]. Les bactéries se divisent, et leur nombre augmente dans le temps. Si
on relève le nombre de bactéries à différents moments au cours de la croissance, en milieu de culture
liquide non renouvelé, nous obtenons une courbe de croissance et observons différentes phases. En
1918, Buchanan décomposa la croissance bactérienne en sept phases [Buchanan, 1918] représentées
en échelle semi-logarithmique en figure 1.4.
log x
temps1 2 3 4 5 6 7
FIGURE 1.4 – Courbe de croissance d’une culture bactérienne et ses différentes phases en fonction du
temps. x représente la densité ou la biomasse de la culture.
1. La phase de latence correspond à une phase de transition entre un état physiologique initial et
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un état de croissance à proprement parlé. Il s’agit d’une phase d’adaptation au nouvel environ-
nement. Cette phase dépend soit de l’âge de l’inoculum, soit d’une adaptation enzymatique.
2. La phase d’accélération commence à partir de l’adaptation effective des bactéries à leurs nou-
velles conditions de culture. Durant cette période, la valeur du taux spécifique de croissance
augmente, jusqu’à atteindre sa valeur maximale.
3. La phase de croissance maximale ou exponentielle. Lorsque les concentrations microbiennes
sont exprimées en coordonnées semi-logarithmiques en fonction du temps, la pente de la droite
correspond au taux spécifique maximal de croissance.
4. La phase de décélération ou phase de freinage. Elle intervient au fur et à mesure que le substrat
s’épuise ou que des produits toxiques s’accumulent. La population continue à croître mais le
temps de génération augmente.
5. La phase stationnaire. Au cours de cette phase, la population microbienne n’évolue plus, le
taux de croissance est nul, donc la population demeure stationnaire. Il y a un équilibre entre
le nombre de nouvelles cellules et le nombre de cellules qui meurent. Cette phase peut durer
plusieurs heures et même plusieurs jours.
6. La phase de début de décroissance. Pendant cette phase, le nombre de bactéries diminue,
d’abord lentement puis avec une rapidité croissante, jusqu’à l’établissement d’un taux de
mortalité logarithmique maximal.
7. La phase de décroissance exponentielle de la population. Cette phase apparaît lorsque le milieu
devient fortement défavorable à la multiplication des micro-organismes et entraîne leur mort
rapide.
Le domaine de la microbiologie prévisionnelle tente de décrire théoriquement les croissances de
populations microbiennes afin de prévoir le comportement d’une population sous certaines conditions
expérimentales. Bien que la forme de la cinétique observée soit simple, la construction d’un modèle
décrivant la globalité de la cinétique de croissance n’est pas chose aisée. De nombreux modèles
primaires ont été développés pour représenter les croissances de populations microbiennes, tels que :
le modèle exponentiel et le modèle logistique que nous allons présenter ci-après.
1.2.2 Modélisation de la croissance bactérienne
Whiting et Buchanan, en 1993, ont proposé trois classes de modèles : les modèles primaires, secondaires
et tertiaires [Whiting and Buchanan, 1993].
Les modèles primaires décrivent l’évolution au cours du temps de la population bactérienne dans un
environnement spécifique. Selon leurs complexités, les modèles primaires sont caractérisés par un ou
plusieurs paramètres comme le temps de latence, le taux de croissance, la densité maximale, etc. Ces
paramètres sont spécifiques à des conditions environnementales constantes au cours du temps.
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Les modèles secondaires permettent de décrire l’influence des facteurs environnementaux sur un ou
plusieurs paramètres du modèle primaire.
Les modèles tertiaires utilisent des systèmes experts et des bases de données pour faire le lien entre les
modèles primaires et les modèles secondaires. Un système expert est un logiciel capable de répondre
à des questions, en effectuant une relation à partir de faits (base de données) et de règles connues
(modèles primaires et secondaires).
1.2.2.1 Modèle exponentiel
Le modèle exponentiel est le modèle primaire le plus simple qui soit, il décrit la phase exponentielle
de la croissance bactérienne où les bactéries sont à leur vitesse de croissance maximale. La population
bactérienne double tous les tempsTG (Temps de Génération), si la population bactérienne initiale de
l’inoculum est x0, on peut alors écrire que la population bactérienne x à l’instant t est :
x = x0.2
t
TG (1.2)
On peut également estimer le taux de croissance exponentiel µ en écrivant l’équation 1.2 sous sa forme
exponentielle :
x = x0.e
µt (1.3)
Nous en déduisons alors la relation suivante entre le taux de croissance exponentiel et le temps de
génération : µ = ln(2)/Tc .
Bien que la compréhension du mécanisme de croissance bactérienne soit relativement récente (XIXe
siècle), l’équation 1.3 est identique au modèle de Malthus, décrit en 1798 dans son essai intitulé
« An essay on the principle of population ». Il essaya de décrire le rapport entre l’accroissement de la
population humaine et celui de la nourriture. Il suppose que la variation de densité de population est
décrite par l’équation différentielle linéaire suivante :
d x
d t
=µ.x (1.4)
En supposant la condition initiale x(0) = x0, la solution de l’équation différentielle est l’équation 1.3.
Son modèle ajuste bien la phase exponentielle, mais il est mal adapté pour décrire les croissances que
nous observons dans la nature et qui sont généralement limitées. En effet, ce modèle est correct tant
que la nourriture est suffisamment abondante. Pourtant nous comprenons bien, dans le cas d’une
culture en milieu non renouvelé, que les ressources vont venir à manquer et la population ne pourra
pas croître indéfiniment. C’est pourquoi, les théoriciens ont rapidement cherché à modifier ce modèle
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de façon à freiner sa croissance lorsque la population augmente. L’idée est de remplacer la constante µ
par une fonction µ(x) qui décroit quand x augmente et qui finit par devenir négative. La population
a un taux de croissance de moins en moins fort au fur et à mesure qu’elle croit (les bactéries ont de
plus en plus de mal à se reproduire), au point de devenir négatif (pour une population trop abondante
les cellules commencent à mourir). Plusieurs auteurs ont travaillé sur ce sujet, tels que Verhulst ou
Gompertz, souvent avec des hypothèses différentes sur la fonction µ(x).
1.2.2.2 Modèle Logistique
En 1838, afin de modéliser la dynamique de croissance d’une population dans un environnement aux
ressources limitées, Verhulst propose une équation différentielle qu’il baptise "équation logistique"
[Verhulst, 1938] :
d x
d t
=µ
(
1− x
K
)
x (1.5)
Où K est un facteur lié à la quantité de ressources. Il correspond à la population bactérienne maximale
obtenue en fin de croissance, lors de la phase stationnaire. Et µ représente le taux de croissance
spécifique de la population.
L’équation 1.5 est basée sur l’hypothèse que le taux de croissance à l’instant t d’une population donnée
est proportionnel à la taille de la population à cet instant t et aux ressources restantes qui sont toujours
disponibles. A ce jour, les applications de cette loi sont généralisées, et couvrent à la fois les descriptions
de croissance de cellules, d’organes ou d’organismes.
Pour une condition initiale x(0) = x0, la solution est donnée par :
x = K
1
1+
 K
x0
−1
e−µt
(1.6)
Le modèle qui en résulte simule la vitesse de croissance de la population bactérienne par des équations
faisant intervenir uniquement le temps et la concentration en biomasse. Il en résulte que le taux de
croissance spécifique diminue linéairement avec l’augmentation de la concentration de la biomasse.
1.2.2.3 Modèles avec temps de latence
Les différents modèles que l’on peut retrouver dans la littérature ne prennent pas en compte la phase
de latence (phase 1 sur la figure 1.4). Des auteurs, tels que Zamora et Zaritzky ou Kono, se sont penchés
sur ce problème, ils ont supposé une absence de croissance de la population durant la phase de latence
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et durant la transition entre celle-ci et la phase de croissance exponentielle (rupture). Ainsi, on peut
adapter les modèles exponentiel et logistique pour faire apparaitre le temps de latence λ.
Zamora et Zaritzky ont proposé, en 1985, le modèle exponentiel avec temps de latence [Zamora and
Zaritzky, 1985] :
x =
{
x0 si t ≤λ
x0eµ(t−λ) si t ≥λ
(1.7)
Kono, en 1968, a proposé le modèle logistique avec temps de latence [Kono, 1968] :
x =

x0 si t ≤λ
K
1
1+
 K
x0
−1
e−µ(t−λ)
si t ≥λ (1.8)
En réalité, pour donner au modèle utilisé une description de la phase de latence, il suffit de remplacer
le temps t par t −λ.
Ces modèles seront appliqués sur des données expérimentales que nous avons obtenues et seront
représentés et commentés dans le chapitre 4 de ce manuscrit.
1.2.3 Les bactéries dédiées à la mesure de la DBO
Généralement, l’inoculum microbien utilisé pour la mesure de la DBO est soit issu des populations
microbiennes de l’environnement (comme dans la méthode normalisée), soit il s’agit d’une souche
pure. L’inoculum provenant de l’environnement est capable de dégrader un large panel de composés
organiques [Liu et al., 2000]. Cependant, sa composition reste inconnue et peut compromettre la
reproductibilité de la mesure de la DBO [Blok and Booy, 1984, Thouand et al., 1995, Thouand et al.,
1996]. En revanche, l’utilisation d’une seule souche microbienne améliore la reproductibilité de la
mesure, mais diminue le panel de composés organiques dégradables. Certains auteurs ont proposé de
résoudre ce problème en utilisant un mélange de deux à quatre souches microbiennes spécifiquement
choisies [Catterall et al., 2003, Jia et al., 2003, Jiang et al., 2006] pour obtenir un capteur combinant
une bonne reproductibilité et un grand potentiel de biodégradation. Cependant, ces mélanges multi-
espèces sont difficiles à contrôler sur le long terme, car les différentes souches bactériennes vont
rentrer en concurrence pour consommer le carbone organique.
Le choix des bactéries utilisées pour caractériser un effluent est une étape cruciale. En effet, les tests
actuels utilisent un inoculum bactérien issu de boues activées, ce qui conduit à une variabilité de
l’ordre de 20% dans les mesures (voir paragraphe 1.3.7 de ce chapitre).
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Dans le but de diminuer cette variabilité, les bactéries doivent être sélectionnées avec attention.
Le GEPEA, partenaire de ce projet, a effectué des études visant à déterminer un panel de souches
pertinentes pour l’évaluation de la biodégradabilité.
Leur stratégie a été d’effectuer, en premier lieu, une étude portant sur la structure et la composition des
boues activées généralement retrouvées dans les stations d’épuration afin d’établir une première liste
de souches potentiellement intéressantes. Ils se sont basés sur une publication décrivant avec précision
la composition des boues activées [Xia et al., 2010]. En s’appuyant sur cette étude, ils ont pu établir une
matrice de calcul permettant de reconstituer un consortium bactérien artificiel limité et respectueux
des ratios des groupes de bactéries présentes dans les boues de stations d’épuration. Ainsi, pour mimer
correctement la diversité bactérienne présente dans une boue activée, un consortium artificiel de 20
souches bactériennes devrait être composé d’une souche du groupe des rhodobacteriales, une des
rhizobiales, une des bradyrhizobiales, une des sphingomonadales, deux des burkholderiales, une des
rhodocyclales, une des desulfobacterales, une des helicobacteraceae, deux des enterobacteriales, une
des alteromonadales, une des pseudomonadales, trois des firmicutes, deux des actinobacteria et enfin
deux des bacteroidetes.
A partir de là, ils se sont intéressés plus particulièrement au choix des souches bactériennes dans
chacun des groupes observés. Pour cela, ils ont utilisé plusieurs sources d’informations, telles que les
collections de souches de Pasteur, DSMZ ou ATCC, ou encore la base de données sur la biodégradation
de l’Université du Minnesota. Les souches bactériennes ont été choisies selon plusieurs critères, à
savoir : les souches choisies devaient être facilement cultivables (des souches préférentiellement
aérobies), non pathogènes et préférentiellement isolées à partir de boues activées. Sur ces critères de
sélection et selon les groupes bactériens identifiés dans les boues activées, un panel de 30 souches
bactériennes a ainsi pu être mis en avant. Certains groupes ne répondant pas à ces critères ne sont pas
présents dans la liste, par exemple : le groupe des desulfobacterales, desulfovibrionales, bacteriodetes
sont des anaérobies strictes, le groupe des helicobacteraceae est pathogène, et les alteromonadales
sont des souches marines, elles nécessitent donc une culture spécifique.
Chacune de ces 30 souches ont été testées, au travers des microplaques BIOLOG GEN III, afin d’évaluer
leur capacité de dégradation. Ces microplaques permettent de caractériser les microorganismes à
l’aide de 94 tests phénotypiques : 71 tests de dégradation de source de carbone et 23 essais de sensibilité
toxicologique. Cette approche a permis d’établir des empreintes de biodégradation propres à chacune
des souches bactériennes. En les classant hiérarchiquement et de manière ascendante, cela a permis de
mettre en évidence des similitudes entre les profils. Ainsi, les bactéries dont le profil de biodégradation
sont les plus semblables seront regroupées ensemble, et plus nous remonterons dans la hiérarchie de
la classification, plus les profils seront dissimilaires. Une fois la classification effectuée, ils ont mené
une étude pour répondre à la question : à partir de quel seuil de dissimilarité peut-on considérer que
les profils métaboliques sont significativement différents ? Cette étape a permis de faire ressortir 10
groupes de profils de biodégradation. Sur chacune des bactéries de chaque groupe de biodégradation,
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des tests de rapidité de croissance et de résistance toxicologique ont été effectués. Ceci pour extraire
un représentant bactérien hétérotrophe de chaque groupe afin de former un consortium artificiel
pertinent de la faune microbienne des boues activées.
En supplément de ces 10 souches, viennent s’ajouter 5 autres souches bactériennes naturellement
bioluminescentes. Ces souches ont été intégrées dans la stratégie de mesure afin de rendre compte de
l’impact toxicologique des polluants présents sur la consommation d’oxygène par les bactéries hétéro-
trophes. Ce panel de souche permettra donc de déterminer la présence des principales substances
prioritaires définies par l’Union Européenne dans le cadre de la police de l’eau (N° 2455/2001/EC).
1.2.4 L’évaluation de la toxicité : bactéries ou algues ?
La mesure de la toxicité est un aspect très important dans le suivi de la qualité des eaux rejetées dans
l’environnement. En effet, certaines substances chimiques peuvent causer des problèmes de santés et
de graves dégâts environnementaux. De nombreux produits chimiques peuvent s’accumuler dans le
corps humain, dont un grand nombre d’entre eux sont capables de provoquer des tumeurs cancéreuses,
des malformations de naissances ou de perturber le développement du système endocrinien. Des
recherches ont alors menées au développement de biocapteurs, à base de bactéries bioluminescentes
ou de microalgues dédiées à la mesure de la toxicité.
Les microalgues photosynthétiques sont utilisées dans l’industrie des biocapteurs car ils sont capables
de fournir des informations sur les niveaux de pollution, basées sur des modifications de l’activité
photosynthétique ou métabolique [Kasai and Hatakeyama, 1993, Lagarde and Jaffrezic-Renault, 2011].
Le suivi des molécules nécessaires à la photosynthèse et au métabolisme des algues (telles que l’oxy-
gène, le peroxyde d’hydrogène. . . ) ainsi que le pH peuvent indiquer la présence d’herbicides. Par
exemple, les capteurs ampérométriques à base de microalgues sont conçus pour surveiller la pro-
duction photosynthétique d’oxygène et peuvent donc indiquer une pollution liée à l’inhibition de
leur activité photosynthétique [Pandard and Rawson, 1993]. De plus, des stress exercés sur les algues,
comme des agents pathogènes, des métaux lourds, des polluants, le sel, la lumière ou encore des
températures extrêmes, modifient la concentration en peroxyde d’hydrogène et peut donc être un
indicateur de toxicité [Mittler, 2002]. La surveillance du pH peut également fournir des informations
sur les modifications de l’activité métabolique induites par les herbicides et autres inhibiteurs basés
sur les changements du taux de basification et d’acidification du milieu [Schubnell et al., 1999]. Une
équipe du laboratoire a développé un biocapteur à trois électrodes intégrées sur un substrat silicium
capable de mesurer les trois espèces : oxygène, peroxyde d’hydrogène et pH [Tsopela et al., 2014]. La
concentration de ces espèces est mesurée par méthode ampérométrique et potentiométrique. La sensi-
bilité au peroxyde d’hydrogène et à l’oxygène de leur électrode en platine noir est de 17 pA.mm−2.nM−1
avec une limite de détection de 10 nM. L’électrode en platine/oxyde d’iridium (Pt/IrO2) permet de
mesurer le pH avec une sensibilité de 60 mV/pH sur une gamme de pH de 2,0 à 12,0.
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Par ailleurs, l’activité photosynthétique des microalgues est régie par leur chloroplaste (organite conte-
nant de la chlorophylle), il permet de capter l’énergie lumineuse nécessaire à la photosynthèse. La
chlorophylle, alors à l’état excité, retombe à l’état stable par émission soit de chaleur, soit de fluores-
cence. Les agents toxiques modifient l’activité photosynthétique ou métabolique des microalgues, et
donc de la fluorescence. Lefèvre et al. [Lefevre et al., 2012] ont développé un biocapteur microfluidique
à base de microalgues pour la détection de polluants dans l’eau. La puce se compose premièrement
d’un réseau de canaux fluidiques et de réservoirs contenant l’échantillon et les microalgues, deuxième-
ment de LED Organique (OLED) permettant d’exciter les microalgues, et troisièmement de Photodiode
Organique (OPD) pour mesurer la fluorescence émise (Figure 1.5). Ce biocapteur a été testé avec
différentes concentration en Diuron (pesticide). Ils ont déterminé une sensibilité de détection de 7,5
nM de Diuron. La plus forte concentration testée est de 1,5 µM.
FIGURE 1.5 – Biocapteur développé par Lefèvre et al. [Lefevre et al., 2012] A) Vue éclatée et B) vue en
coupe : la puce microfluidique (c) est prise en sandwich entre les OLED (e) et les OPD (a). Le filtre
d’excitation (d) est entre la puce microfluidiqe et les OLED, tandis que le filtre d’émission (b) est entre
la puce microfluidique et les OPD.
Pour ce qui est des bactéries, la grande majorité des publications recensées utilisent des bactéries
bioluminescentes recombinées [Gu et al., 2002, Choi and Gu, 2002, Kelly et al., 1999, Ren and Frymier,
2002, Gil et al., 2000] pour la mesure de la toxicité. Certaines, bien moins nombreuses, utilisent une
souche pure naturellement bioluminescente, Aliivibrio fisheri [Jennings et al., 2001, Hsieh et al., 2004].
La bioluminescence est la production et l’émission de lumière, dite froide, car moins de 20 % de la
lumière génère de la chaleur. Ce phénomène est lié à une fonction organique de certains êtres vivants,
résultant d’une réaction chimique au cours de laquelle l’énergie chimique est convertie en énergie
lumineuse. Le mécanisme général des réactions bioluminescentes résulte de la combinaison de la
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luciférase (une enzyme) avec la luciférine (son substrat), le retour à l’état stable de cette réaction
génère l’émission d’un photon. Les agents toxiques peuvent intervenir dans de nombreux mécanismes
du métabolisme bactérien [Cronin and Schultz, 1998]. Par exemple, la toxicité peut impliquer des
interactions avec des récepteurs de surface, perturber la fonction de la membrane cellulaire, avoir des
réactions chimiques avec les composants cellulaires, inhiber ou concurrencer le système enzymatique
[Sixt et al., 1995, Gustavson et al., 1998].
Le suivi de la bioluminescence peut être un bon indicateur de la toxicité de l’eau. En effet, l’altéra-
tion de l’un des mécanismes du métabolisme bactérien induit une perturbation de l’émission de
la bioluminescence. Dans le cas de bactéries recombinées, deux souches bactériennes sont géné-
ralement utilisées : une souche génétiquement modifiée, SHK 1, dont la souche d’origine est un
Pseudomonas isolé à partir de boues activées d’une usine de traitement des eaux usées industrielles, ou
bien une souche E. Coli dans laquelle l’opéron luxCDABE codant l’émission de lumière est introduit.
Kelly et al. [Kelly et al., 1999], en 1999, ont observé une diminution de la bioluminescence lorsque
la souche SHK 1 a été exposée à des substances toxiques telles que le cadmium (0,01 à 10 000 mg/l),
le 2,4-dinitrophénol (0,01 à 1 000 mg/l), et l’hydroquinone (0,01 à 10 000 mg/l). La diminution de la
bioluminescence observée était plus importante avec l’augmentation de la concentration de produit
toxique. A l’aide de cette souche, Ren et Frymier [Ren and Frymier, 2002] ont étendu l’étude de la
toxicologie en déterminant la concentration efficace à 50% (CE50), qui est la concentration d’une
substance toxique nécessaire pour réduire l’émission de bioluminescence de 50%, de 98 produits
chimiques organiques. Les gènes codant l’émission de lumière dans les bactéries recombinées sont
généralement issus d’une souche marine naturellement bioluminescente, Aliivibrio fisheri. Certains
chercheurs [Jennings et al., 2001, Hsieh et al., 2004] ont utilisé directement ces souches et ont ainsi
montré leur utilité dans la mesure de la toxicité de l’eau. Suite à ces travaux, un test prêt à l’emploi a
été commercialisé, le test Microtox, qui reste de nos jours très largement utilisé.
L’émission de la bioluminescence de ces bactéries ne nécessite pas d’excitation lumineuse externe. La
mesure de la diminution de cette bioluminescence naturelle peut s’effectuer à l’aide d’un détecteur
optique de grande sensibilité car l’intensité de bioluminescence émise est très faible.
1.3 Les avancées dans le domaine de la DBO : état de l’art
Dans cette partie, nous allons présenter les systèmes actuels pour évaluer la DBO selon les méthodes
standards. Nous recenserons, également, les avancées menées jusqu’à présent portant sur la technolo-
gie des capteurs ou sur les procédés d’évaluation. Finalement, nous apporterons un regard critique à
cette étude bibliographique.
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1.3.1 Les méthodes standards modifiées
Les améliorations des biocapteurs fonctionnant sur le principe des méthodes standards sont basées
principalement sur la simplification de ces méthodes (par exemple, une diminution de l’entretien, une
réduction de l’espace de travail ou une augmentation de la plage de mesure de la charge organique).
Cependant, ces méthodes utilisent la même diversité bactérienne et le même temps de mesure (5
jours) que les méthodes standards. Par conséquence, elles présentent les mêmes limites pour le suivi
en temps réel de la DBO dans l’environnement.
L’une des principales innovations concerne l’élément le plus important du système, c’est-à-dire le
capteur d’oxygène. Son fonctionnement et sa technologie de fabrication sont totalement différents de
ceux des sondes utilisées jusque-là (sondes électrochimiques soit iodométriques).
En effet, fabriqué à partir d’un composé chimique fluorescent qui réagit avec l’oxygène, son mode de
fonctionnement est basé sur des interactions optiques, d’où son appellation ’optode’. Comme le montre
la figure 1.6, l’intensité de fluorescence, faisant suite à une excitation lumineuse, est proportionnelle à
la concentration en oxygène dissous présent dans l’échantillon [Choi and Xiao, 1999].
FIGURE 1.6 – Principe de fonctionnement d’une optode. Moins l’eau contient d’oxygène plus l’optode
fluoresce (A), et inversement plus l’eau contient d’oxygène moins l’optode fluoresce (B) [PyroScience,
].
Les avantages de ce capteur sont qu’il nécessite peu d’entretien et qu’il ne consomme pas l’oxygène
durant la mesure. Cependant l’espace de travail nécessaire à la réalisation de la mesure reste identique
au test normalisé.
Les sociétés Hach Lange (LCK 554 and LCK 555) et Macherey Nagel (BOD5 Nanocolor) proposent
des cuvettes tests afin de réduire l’espace de travail nécessaire pour effectuer un test de DBO. Ces
20
1.3. Les avancées dans le domaine de la DBO : état de l’art
tests suivent le même protocole que la méthode standard (une incubation à 20 °C en chambre noire,
dilution de l’échantillon si la charge organique est trop élevée et temps de mesure de 5 jours) et
sont basés sur la consommation de l’oxygène dissous par les microorganismes. L’oxygène dissous
est mesuré avant et après la période d’analyse directement dans la cuvette. Dans le test Hach Lange,
plusieurs réactifs sont ajoutés à l’échantillon, au moment de l’évaluation de la teneur en oxygène,
qui vont former un colorant rouge après réaction avec l’oxygène dissous. La quantité de colorant
est proportionnelle à la concentration d’oxygène, la mesure de celui-ci par photométrie permet
l’estimation de la consommation d’oxygène et, par conséquent, de la DBO. La mesure de l’oxygène
dissous dans le test Macherey Nagel repose sur la méthode Winkler (la méthode standard).
Cadwell et Langelier [Caldwell and Langelier, 1948] ont développé une méthode se basant sur la mesure
de la chute de pression à l’intérieur d’un flacon standard due à la consommation de l’oxygène lors
du processus de biodégradation. Le fonctionnement est simple, la bouteille est remplie d’un volume
connu d’échantillon, les microorganismes utilisent l’oxygène dissous et l’oxygène gazeux emprisonné
dans le flacon pour dégrader les matières organiques. Le dioxyde de carbone produit par cette réaction
est capturé, en général, par une pastille d’hydroxyde de sodium. La réaction produit du bicarbonate de
sodium et ainsi fait chuter la pression. Le changement de pression est mesuré par un manomètre et
est converti, par l’appareil, en oxygène consommé pour estimer la DBO (Figure 1.7).
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FIGURE 1.7 – Principe de mesure de la DBO par la méthode manométrique.
De nombreux systèmes commerciaux d’évaluation de la DBO basés sur la méthode manométrique
sont disponibles sur le marché : OxiTop® (WTW), OxyDirect (Tintometer, Allemagne), BODTrakII
(Hach Lange, Allemagne), BM6 (Velp Scientifica, Italie). Cette méthode permet de mesurer de grandes
plages de mesures pouvant aller jusqu’à 4000 mg/l de DBO pour certains appareils, la plage de mesure
dépend du volume d’air dans le flacon (pour un volume d’échantillon fixe). Ainsi, plus le volume d’air
est important plus grande est la plage de mesure, mais la résolution de la mesure est inversement
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proportionnelle à la plage de mesure [Caldwell and Langelier, 1948]. Ces méthodes alternatives sont
très répandues dans le secteur industriel du fait de leur simplicité d’utilisation. En effet, grâce à leur
grande plage de mesure, elles permettent la mesure de la DBO d’échantillons fortement chargés en
carbone organique (0 à 4000 mg/l contre 0 à 6 mg/l avec le procédé de référence).
1.3.2 Bioluminescence bactérienne
Dans le but de réduire le temps de mesure et la variabilité due à la diversité de la population bactérienne,
une équipe japonaise [Sakaguchi et al., 2003, Sakaguchi et al., 2007] a proposé deux méthodes basées
sur la luminescence des bactéries. D’après les auteurs, l’émission de bioluminescence est corrélée à
l’énergie produite par l’utilisation d’une source de carbone dans des conditions aérobies. Cela signifie
que l’intensité de la luminescence augmente avec la croissance de la population bactérienne (bactéries
vivantes).
Afin de limiter la variabilité de mesure due à la population bactérienne, les auteurs ont utilisé des
souches bactériennes connues, une recombinaison de la soucheEscherichia Coli contenant les gènes
luxCDABE issus de Aliivibrio fisheri [Sakaguchi et al., 2003] et une souche naturellement biolumines-
cente, Photobacterium phosphoreum [Sakaguchi et al., 2007].
La première méthode, utilisant la souche E. Coli recombinée, permet d’estimer la DBO en 2h avec
cependant une précision limitée. Le coefficient de détermination (R2) et la pente (S) du modèle linéaire
entre les résultats fournis par cette méthode et la méthode standard pour 7 échantillons (n=7) sont,
respectivement, 0,674 et 0,385 (avec une erreur importante sur un point à forte concentration). La
seconde méthode, utilisant la souche naturellement bioluminescente, montre de meilleurs résultats
que la précédente (r2=0,995, S=1,018, n=5) avec un temps de réponse plus court (20 min).
Néanmoins, la complexité de la réaction de bioluminescence peut limiter le développement de ces
systèmes car la réaction est régulée par de nombreux facteurs intracellulaires et extracellulaires [Wata-
nabe and Hastings, 1986, Meighen, 1993, Sung and Lee, 2004], qui peuvent donc affecter l’estimation
de la DBO.
1.3.3 Les piles à combustible microbiennes
Dans le but d’éliminer la limitation de l’oxygène dans la réaction de biodégradation, et donc d’aug-
menter la plage de mesure, des équipes de recherche ont travaillé sur le développement d’une nouvelle
méthode de biocapteurs DBO basée sur les piles à combustibles microbiennes (MFC : Microbial Fuel
Cells). Ces piles sont constituées d’un compartiment anaérobie avec une anode et d’un compartiment
aérobie avec une cathode. Les deux compartiments sont séparés par une membrane échangeuse de
protons (Figure 1.8).
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FIGURE 1.8 – Schéma présentant le principe de fonctionnement d’une pile à combustible microbienne.
Dans le compartiment anaérobie, les micro-organismes dégradent la matière organique et produisent
des électrons et des protons [Grzebyk and Pozniak, 2005, Rabaey and Verstraete, 2005]. En milieu
aérobie, les bactéries utilisent l’oxygène comme accepteur final d’électron nécessaire à la réduction
des composés organiques, cependant dans le compartiment anaérobie d’un MFC il n’y a pas d’oxygène,
les bactéries ont donc besoin d’un autre accepteur d’électron, tel que l’anode du MFC. Les protons
migrent de ce compartiment vers la cathode à travers la membrane, tandis que les électrons passent
de l’anode à la cathode par l’intermédiaire d’un circuit électrique externe, où de l’oxygène est réduit
pour former de l’eau. Le flux d’électron génère alors un courant électrique mesurable proportionnel à
l’activité de biodégradation microbienne, ce qui permet d’estimer la DBO d’un échantillon.
Parmi les systèmes décrits dans la littérature sur ce sujet, quelques-uns ont été évalués avec des
échantillons environnementaux réels [Kim et al., 2003, Chang et al., 2004, Kumlanghan et al., 2007,
Di Lorenzo et al., 2009, Zhang and Angelidaki, 2011, Hsieh and Chung, 2014]. La MFC développée
par Kim et al. [Kim et al., 2003] montre une bonne corrélation avec la DBO 5 obtenue par la méthode
normalisée (r2=0,999, S=1,002), cependant l’évaluation a été réalisée sur seulement trois échantillons
(n=3). Plus récemment, Hsiech et al. [Hsieh and Chung, 2014] ont développé une MFC qu’ils ont
évaluée sur huit échantillons. Deux échantillons, issus d’eaux usées industrielles ont montré une
mauvaise corrélation avec la DBO5 obtenue par la méthode normalisée, les six autres échantillons
(issus du réseau domestique, de rivière polluée et de l’industrie porcine) ont montré une bonne
corrélation avec la DBO5 normalisée (r2=0,990, S=1,102 et n=6).
Un seul système commercial basé sur cette technologie a été référencé. Ce capteur de DBO, le High
Accuracy BOD Sensor 2000 Analyzer (HABS-2000), est fourni par Korbi Co. (Corée). Selon le fabricant,
ce biocapteur est basé sur des bactéries électrochimiquement actives attachées sur l’électrode de la
MFC permettant l’évaluation de la DBO. Aucune information n’est disponible quant à la nature de
ces microorganismes (origine, densité, diversité). La HABS-2000 est capable d’évaluer la DBO d’un
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échantillon en environ 30 min (réglable) sur une plage de mesure de 0,1 à 200 mg de DBO/l avec une
erreur de mesure inférieure à 5%.
Ce biocapteur intègre une étape de prétraitement destinée à détruire la microflore des échantillons à
analyser par exposition aux ultra-violets (UV). La destruction de cette microflore rajoute du carbone
organique parasite. La DBO alors mesurée n’est pas la représentation de la réelle charge carbonée
de l’échantillon, mais représente l’ensemble source de carbone initialement présente et source de
carbone de la microflore détruite.
1.3.4 Utilisation d’un médiateur redox pour la mesure de la DBO
Habituellement, les microorganismes oxydent la matière organique dans des conditions aérobies.
Cependant, quand un médiateur redox est présent dans le milieu, il agit comme un accepteur d’électron
au lieu de l’oxygène [Bennetto et al., 1983, Ramsay and Turner, 1988, Learoyd et al., 1992, Yoshida et al.,
2000]. Par conséquent, la quantité de médiateur redox réduit générée par la réaction de biodégradation
est directement proportionnelle à l’activité métabolique (et donc à la quantité de matière organique
biodégradable) et permet l’évaluation de la DBO. Le principal avantage de ces médiateurs se situe au
niveau de la réaction de biodégradation qui ne dépend pas de l’oxygène dans le milieu réactionnel
[Pasco et al., 2000]. De plus, avec un médiateur redox, il n’est pas nécessaire de diluer les échantillons
pour diminuer la charge organique à dégrader.
Les biocapteurs basés sur l’utilisation d’un médiateur sont issus de la technologie des MFC. En effet,
certains MFC utilisent un médiateur redox [Bennetto et al., 1983, Roller et al., 1984] qui sera réduit
par les bactéries puis ré-oxydé au contact de l’anode, les électrons peuvent alors être transférés des
bactéries à l’anode. D’autres MFC n’utilisent pas de médiateur, on dit alors qu’ils sont mediator-
less, pour cela ils utilisent des bactéries réductrices de métaux, tels que Shewanella putrefaciens , qui
consomment le substrat et transfèrent les électrons directement à l’électrode [Kim et al., 1999b, Kim
et al., 1999a, Kim et al., 2002].
Les premiers biocapteurs utilisant un médiateur, décrit par Pasco et al. [Pasco et al., 2000] et Yoshida et
al. [Yoshida et al., 2000], sont basés sur la réduction électrochimique de l’hexacyanoferrate de potas-
sium(III), [HCF(III)] en hexacyanoferrate de potassium(II), [HCF(II)]. L’ajout de matières dégradables
au milieu contenant un excès de médiateur redox [HCF (III)] entraîne une augmentation de l’activité
métabolique des bactéries et donc une augmentation de la quantité de médiateur réduit [HCF (II)]. La
réoxydation du HCF(II) génère un courant quantifiable par un transducteur coulométrique [Pasco et al.,
2000] ou ampérométrique [Yoshida et al., 2000]. Suite à ces articles, plusieurs études ont été réalisées
pour améliorer les performances de ces dispositifs [Catterall et al., 2001, Catterall et al., 2003, Trosok
et al., 2001, Oota et al., 2010].
Les biocapteurs basés sur un seul médiateur redox électrochimique ont été principalement développés
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avec l’utilisation de cellules procaryotes [Yoshida et al., 2000, Pasco et al., 2000, Catterall et al., 2001,
Catterall et al., 2003, Timur et al., 2007]. Les médiateurs hydrophiles sont solubles dans le milieu
aqueux autour de la cellule, mais ne traversent pas la membrane cellulaire pour pénétrer dans le
cytoplasme [Baronian et al., 2002]. Leur utilisation semble donc se limiter à la détection du catabolisme
dans les cellules procaryotes qui ont des protéines redox du transport des électrons respiratoires
qui se situent dans la membrane cellulaire et sont accessibles à partir du périplasme. En revanche,
les médiateurs lipophiles sont solubles dans la membrane cellulaire et peuvent pénétrer dans le
cytoplasme pour interagir avec les chaînes de transport d’électrons situés dans les membranes internes.
En 2002, Baronian et son équipe [Baronian et al., 2002] ont proposé un système à deux médiateurs rédox
combinant du potassium hexacyanoferrate(III) (un médiateur hydrophile) et de la ménadione (un
médiateur lipophile) en utilisant des cellules eucaryotes (Saccharomyces cerevisiae). La ménadione a la
capacité de traverser les membranes cellulaires, et de réagir avec le NAD(P)H pour générer du ménadiol
[Rabinowitz et al., 1998]. Le ménadiol transporte les électrons du compartiment intracellulaire vers
la paroi cellulaire afin de réduire le médiateur hydrophile. La réoxydation de l’hexacyanoferrate de
potassium (II) produit alors un courant proportionnel à l’activité cellulaire [Yashiki and Yamashoji,
1996].
Cette stratégie a été utilisée par des chercheurs japonais [Nakamura et al., 2007c], en 2006, pour
concevoir un biocapteur hors-ligne jetable de type micro-batch (Figure 1.9) utilisant S. cerevisiae. En
présence de la matière organique biodégradable, le courant généré par les réactions d’oxydo-réduction
dans la puce est mesuré avec un système à deux électrodes et converti en DBO.
FIGURE 1.9 – Représentation schématique du dispositif développé par Nakamura et al. [Nakamura
et al., 2007c]. (a) vue en perspective du capteur, (b) vue en coupe du capteur.
Un an plus tard, Nakamura développa deux nouveaux biocapteurs optiques, l’un basé sur la production
de chimioluminescence [Nakamura et al., 2007a], et l’autre sur la colorimétrie [Nakamura et al., 2007b].
La chimioluminescence est produite grâce à la réduction de la ménadione en ménadiol, par la réaction
redox de la matière organique par S. cerevisiae en présence d’un composé biodégradable (Figure 1.10).
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La réoxydation du ménadiol génère du peroxyde d’hydrogène qui réagit avec le luminol et les anions hy-
droxyde, catalysée par l’hexacyanoferrate de potassium (III), pour produire de la chimioluminescence.
Le biocapteur colorimétrique, développé par Nakamura, utilise du 2,6-dichlorophenolindophenol
(DCIP) comme indicateur de couleur. Les corrélations de ces deux systèmes avec la DBO normalisée
sont respectivement, [r2=0,925, S=0,088 et n=3] et [r2=0,726, S=0.219 et n=3].
INTRACELLULAIRE EXTRACELLULAIRE
Composants
organiques
oxidés
Composants
organiques
hexacyanoferrate
de potassium (III)
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cellulaire
FIGURE 1.10 – Schéma représentant la réaction de chimioluminescence pour estimer la DBO.
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Tout comme le DCIP, la résazurine C12H7NO4 est un médiateur redox qui peut être utilisée comme
indicateur colorimétrique. En effet, la résazurine est un colorant bleu (absorbance optimale à 605
nm) qui devient rose après réduction électrochimique en résorufine (absorbance optimale à 573
nm) [Czekanska, 2011].
Ce médiateur peut également être utilisé en fluorescence. La résazurine est un médiateur bleu non
fluorescent soluble dans l’eau, il pénètre dans les bactéries et se réduit en résorufine (C12H7NO3,
molécule rose fluorescente et soluble dans l’eau) par l’activité cellulaire. Dudal [Dudal et al., 2006] et
Tizzard [Tizzard et al., 2006] ont développé une méthode sur microplaque 96 puits sur la base de la
résazurine pour évaluer la DBO. L’intensité de fluorescence émise dans les puits de la microplaque,
après la période d’incubation, est directement proportionnelle à la quantité de matière organique
dégradée par les microorganismes dans les échantillons analysés. Par conséquent, la mesure de la
fluorescence produite donne une estimation de la DBO. Cette stratégie a été utilisée dans le test
commercial en microplaque 96 puits (Enverdi) fournies par Envolure (une société française fondée par
Dudal et Pautremat). Cette méthode permet d’obtenir une estimation de la DBO5 plus rapidement
qu’avec la méthode standard (48 h par rapport aux 5 jours requis par la méthode de référence). De plus
la plage de mesure accessible avec cette méthode passe de 6 mg DBO/l, pour la méthode standard, à
300 mg DBO/l.
D’après S. Jouanneau [Jouanneau et al., 2014], il semble que les temps de réponse obtenus avec les
médiateurs rédox sont beaucoup plus courts qu’avec la méthode standard. La raison en est qu’il
s’agit probablement, selon l’auteur, que le médiateur agit comme un accepteur d’électrons au lieu
de l’oxygène et permet l’accélération de la réaction de biodégradation. L’utilisation de souches pures
sélectionnées (bactéries ou levures) à des densités cellulaires plus élevées que celles employées dans le
test de DBO standardisé peut également expliquer la différence observée avec la méthode standard.
1.3.5 Biocapteur à base de bactéries immobilisées sur électrode
Une grande partie des articles recensés dans la littérature utilisent des bactéries immobilisées. Cette
stratégie a été décrite pour la première fois en 1977 par Karube [Karube et al., 1977]. Depuis, plusieurs
études ont été publiées décrivant des systèmes destinés à la mesure de la DBO à l’aide de bactéries
immobilisées, avec ou sans pré-traitement de l’effluent.
Le principe de cette mesure consiste en l’immobilisation des bactéries qui permettent un contact direct
avec l’électrode de mesure. La DBO est estimée à partir de la consommation d’oxygène mesurée par
l’électrode (rapport entre la consommation d’oxygène avec et sans échantillon). Selon les auteurs, cette
configuration permet, d’une part, une réduction du temps d’analyse de l’échantillon et, d’autre part,
une simplification de l’analyse. Différentes méthodes d’immobilisation ont été utilisées, cependant
trois groupes se démarquent.
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Dans le premier cas, les bactéries sont piégées à l’intérieur d’un réseau de polymères qui limite leurs
mouvements. Plusieurs matrices ont été évaluées, telles que l’alginate [Kumlanghan et al., 2008],
l’agarose [Raud and Kikas, 2013], le poly(carbamoyle)sulfonate (PCS) [Chan et al., 2000], le gel de silice
[Oota et al., 2010], l’alcool polyvinylique (APV) [Preininger et al., 1994], le polyuréthane [Koester et al.,
2006], l’ormosil-AVP [Dai et al., 2004, Jiang et al., 2006]. Tous ces polymères sont biocompatibles et ont
une faible toxicité pour les micro-organismes. Néanmoins, le polymère choisi dépend de l’application.
En effet, la simplicité d’utilisation des polymères dépend, généralement, de leurs caractéristiques
physiques (stabilité mécanique, chimique, thermique ou photochimique).
FIGURE 1.11 – Photographies par microscope électronique à balayage de bactéries immobilisées dans
un polymère polyuréthane. a) grossissement 2000 fois, b) grossissement 10000 fois : on y distingue des
divisions cellulaires (D). [Koester et al., 2006]
Le second procédé d’immobilisation consiste à prendre en sandwich les bactéries entre deux couches
de polymères. Plusieurs combinaisons de polymères ont été utilisées dans la littérature, telles que les
membranes de dialyse/membrane Téflon [Liu et al., 2000], membrane d’acétate de cellulose/mem-
brane d’éthylène-propylène fluoré (FEP) [Li and Chu, 1991], membrane polycarbonate/membrane
Teflon [Suriyawattanakul et al., 2002]. La dernière méthode d’immobilisation microbienne consiste à
adsorber les cellules dans des supports solides, par exemple, des membranes poreuses (cellulose [Chee
et al., 1999b], fibres de verre [Arlyapov et al., 2012] ou nylon [Rastogi et al., 2003]).
Dans la plupart des cas, la mesure de l’oxygène est réalisée avec une électrode ampérométrique
(électrode de Clark). Néanmoins, parmi les biocapteurs décrits ci-dessus, certains systèmes n’utilisent
pas ce type de sonde. En effet, les biocapteurs développés par Preininger [Preininger et al., 1994],
Dai [Dai et al., 2004] et Jiang [Jiang et al., 2006] utilisent une sonde fluorescente (un complexe de
ruthénium) pour surveiller la consommation de l’oxygène dissous résultant de la biodégradation de
la matière organique (voir paragraphe 1.3.4). Enfin, le système développé par Liu [Liu et al., 2012]
repose sur un biofilm microbien formé sur la surface interne d’un tube de verre. Le principe diffère
légèrement des procédés décrits auparavant étant donné que les microorganismes ne sont pas en
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FIGURE 1.12 – Exemple de biocapteur à membrane avec des levures immobilisées dans de l’AVP
[Preininger et al., 1994]. 1 : couverture en polycarbonate, 2 : levures immobilisées dans une couche
d’AVP, 3 : couche d’isolation optique, 4 : couche fluorescente sensible à l’oxygène, 5 : support polyester
inerte et imperméable aux gaz.
contact direct avec la sonde à oxygène. L’échantillon à analyser circule en flux continu à l’intérieur
du tube de verre, et la consommation d’oxygène est mesurée à la sortie du tube contenant le biofilm
microbien.
Selon les auteurs, ces biocapteurs sont capables d’estimer la DBO5 avec une durée d’analyse qui ne
dépasse pas 90 minutes. Cependant, les résultats de la validation ne sont pas toujours divulgués ou sont
non pertinents pour la surveillance de l’environnement (facteur de corrélation <0,6). Généralement,
les biocapteurs de la DBO sont basés sur une seule souche microbienne (levure ou bactérie), au lieu du
mélange microbien utilisé dans la méthode de référence. Les travaux récents de Raud et Kikas [Raud
and Kikas, 2013] proposent une stratégie alternative pour prédire la valeur de la DBO sur un panel
bactérien composé de sept souches utilisées individuellement. A cet effet, les données fournies par
chacune des souches sont simultanément analysées avec des modèles statistiques. Les résultats sont
prometteurs car les valeurs de la DBO prédites sont totalement corrélées avec la DBO7 mesurée (DBO
sur 7 jours) (r2=1, S=1 et n=30).
Afin d’améliorer la précision et la rapidité des biocapteurs basés sur des bactéries immobilisées, plu-
sieurs équipes de recherche ont ajouté une étape de prétraitement avant la phase de mesure. Certains
polluants récalcitrants (c’est-à-dire, les composés de poids moléculaire élevé) peuvent nécessiter
une longue phase de latence avant d’être biodégradables par les microorganismes. En raison de la
longue période d’analyse requise par le procédé de référence, certains de ces composés sont pris en
compte dans la mesure standard de la DBO, mais pas dans les essais expérimentaux des biocapteurs.
Le but de cette étape supplémentaire consiste à hydrolyser, physiquement ou biochimiquement, les
macromolécules, présentes dans les échantillons, en composés de poids moléculaire plus faible qui
peuvent être biodégradés plus facilement que les composés de base [Beltran et al., 1997]. L’hydrolyse
consiste à décomposer une substance par la dissociation de l’eau.
Chee et al. ont utilisé deux méthodes de prétraitement physico-chimique pour améliorer l’efficacité
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de leur biocapteur à bactéries immobilisées [Chee et al., 1999b] : l’ozonation [Chee et al., 1999a] ou
l’irradiation par ultra-violet (UV) [Chee et al., 2001]. A partir des résultats obtenus avec la première
méthode de prétraitement, il apparaît que l’ozonation n’améliore pas les performances des biocapteurs,
à la différence de l’irradiation UV. En effet, dans l’étude basée sur cette technologie, la corrélation entre
le biocapteur et la méthode de référence augmentait lorsque les échantillons étaient prétraités.
Dans le cas des prétraitements biochimiques, ce sont des enzymes spécifiques qui vont permettre
de dégrader des macromolécules biologiques en composés plus petits. En 1998, Reiss ajouta un
prétraitement enzymatique à l’échantillon avant l’analyse avec le biocapteur [Reiss et al., 1998]. Cela
a permis d’augmenter de manière significative (6%) l’efficacité du biocapteur à prédire rapidement
la DBO5. Toutefois, le système est décrit pour une application spécifique (échantillons contaminés
avec de l’amidon). Une approche similaire a été proposée par Kim et Park basée sur un prétraitement
enzymatique conçu pour hydrolyser les disaccharides et/ou les polysaccharides [Kim and Park, 2004].
Cependant, les résultats obtenus avec le prétraitement s’écartent significativement des valeurs de
DBO fournies par la méthode standard. En effet, certains composés récalcitrants sont dégradés par
l’hydrolyse enzymatique au cours de l’analyse, mais ne le sont pas par la méthode standard.
1.3.6 Biocapteur basé sur des technologies de bioréacteurs ou chemostat
Les biocapteurs de DBO basés sur la technologie bioréacteur/chemostat ont été principalement
développés pour les applications en ligne. Le principe de ces biocapteurs est basé sur le contrôle de
la consommation de l’oxygène par les microorganismes en contact avec l’échantillon, comme avec
la méthode standard. A la différence où, ils sont continuellement alimentés en eaux usées saturées
en oxygène dissous [Vernimmen et al., 1967]. Une sonde à oxygène mesure les variations du taux
de respiration des bactéries pour déduire la DBO dans l’échantillon. Ainsi, avec ce système, d’une
part, la densité cellulaire est plus élevée que dans l’environnement, en raison de l’alimentation en
continu en matière organique, et, d’autre part, la population microbienne dans le bioréacteur est
totalement adaptée au substrat organique, ce qui réduit considérablement le temps d’analyse. Le
temps de réaction est généralement inférieur à 45 min, et cela permet de surveiller en temps réel les
effluents.
De nombreuses études ont été menées sur ce type de système. En 2004, Liu a publié une étude [Liu
et al., 2004a, Liu et al., 2004b] sur le développement d’un biocapteur de DBO rapide pour le suivi en
ligne des procédés de traitements biologiques (Figure 1.13). Dans ce système, les microorganismes,
issus de boues activées provenant d’une station d’épuration municipale, sont maintenus en milieu
liquide à l’intérieur d’une cellule de mesure avec une membrane de dialyse pour effectuer les analyses.
Le temps de réponse est de près de 60s (avec r2=0,544, S=0,789 et n=4).
Deux autres biocapteurs de type bioréacteur ont été développés par Wang et al. [Wang et al., 2010]
et Villalobos et al. [Villalobos et al., 2010] Dans ces systèmes, les bactéries sont immobilisées dans
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(a) (b)
FIGURE 1.13 – Représentation du biocapteur DBO développé par Liu et al. (a) représentation sché-
matique, (b) photographie du système [Liu et al., 2004a, Liu et al., 2004b]. Le biocapteur est composé
d’une cathode Pt (a), d’une Anode Ag (b), d’un tube pour l’injection et l’élimination des bactéries (c),
d’une chambre à électrolyte (d), d’une membrane en Teflon perméable aux gaz (e), d’une feuille de
plastique avec un canal elliptique (f), d’une membrane de dialyse (g), d’un filet en acier inoxydable (h),
d’une membrane torique en caoutchouc (i), d’une entrée (j) et d’une sortie (k) pour l’échantillon.
des billes d’AVP/alginate en suspension dans un bioréacteur. La performance de ces systèmes semble
intéressante. Le temps de réponse est proche de 30 min avec une forte corrélation avec les résultats
obtenus avec la méthode de référence (r2=0,99 et S≈1 [Wang et al., 2010, Villalobos et al., 2010]).
Cependant la corrélation a été obtenue sur un nombre limité d’échantillons (3 et 5).
Une version microfluidique de ce type de système a été développée récemment par Torrents et
al. [Torrents et al., 2012] Le système est constitué d’une chambre de réaction et d’un micro-canal
dans lequel circule l’électrolyte séparés par une membrane perméable à l’oxygène. La chambre de
réaction contient des bactéries et l’échantillon à analyser. Le micro-canal apporte, en flux constant,
l’électrolyte saturé en oxygène. L’oxygène diffuse à travers la membrane du micro-canal vers la chambre
de réaction afin d’être consommé par les bactéries. L’oxygène est mesuré en sortie du micro-canal, et
les informations récoltées permettent d’estimer la valeur de la DBO.
1.3.7 Un regard critique sur les systèmes actuels de DBO
Classiquement, la DBO est déterminée selon la méthode normalisée que nous avons décrite dans le
paragraphe 1.1. Cette méthode mesure la consommation d’oxygène dissous dans le but d’estimer la
valeur de la DBO. Bien que ce test soit l’un des plus répandus dans le domaine de la surveillance de
l’eau, celui-ci montre certaines limites en terme de précision et de durée d’analyse.
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En effet, une variabilité importante des résultats, de l’ordre de 20%, obtenues dans les laboratoires
certifiés, a été observée. Cette valeur tend à augmenter entre les laboratoires en raison de la variabilité
des populations microbiennes utilisées [Guyard, ].
De plus, le temps de mesure nécessaire pour la réalisation de cette méthode est trop long (5 jours)
[Riedel et al., 2002]. Notamment, dans le cas de l’utilisation de la méthode manuelle (Figure 1.2(a)), car
elle ne permet qu’une analyse ultérieure de la qualité des eaux usées. Ainsi, elle ne semble pas être,
aujourd’hui, l’outil le plus adapté à la surveillance de l’environnement en temps réel. Les systèmes
automatisés ou semi-automatisés permettent un suivi continu de la biodégradation de l’échantillon,
mais ne sont pas encore suffisamment rapides pour évaluer la qualité de l’eau et rétroagir sur le
protocole de dépollution, si nécessaire. Ceci est principalement dû à la température d’incubation
décrite dans la norme.
Quelle que soit la méthode de mesure employée, manuelle, semi-automatique ou entièrement automa-
tisée, la plage de mesure de la charge organique est limitée par la quantité d’oxygène dissous. Cela pose
problème lorsque l’échantillon est fortement chargé, car il doit être dilué afin que l’on puisse observer
entièrement sa dégradation. Ceci ajoute ainsi des imprécisions sur l’interprétation des résultats.
La seule utilisation de la méthode normalisée n’est pas suffisante pour déterminer la qualité de l’eau.
En effet, les eaux issues de l’industrie chimique, de l’industrie des métaux ou de l’activité agricole,
contiennent une quantité importante de produits toxiques (métaux lourds, pesticides, hydrocarbures,
etc. . . ). Cette toxicité peut modifier l’activité bactérienne, voire même l’inhiber complètement. De ce
fait, le test normalisé de DBO n’est plus capable de fournir une information fiable sur la biodégradabi-
lité de l’eau.
En raison de l’utilisation mondiale du test DBO, et de toutes les limitations que nous venons de décrire,
plusieurs équipes de recherche se sont intéressées à la conception de nouvelles méthodes, alternatives
aux tests standardisés, d’évaluation de la DBO qui vont du bio-essai statique au biocapteur en ligne.
Certaines de ces alternatives ont été présentées précédemment.
Une alternative pour le développement futur serait d’utiliser individuellement plusieurs souches
microbienne afin de conserver la capacité à dégrader un large panel de carbone organique, tout en
simplifiant le contrôle des microorganismes [Raud and Kikas, 2013]. L’utilisation d’une diversité de
souches microbienne pour estimer la DBO implique la mise en œuvre d’outils d’analyses statistiques
plus complexes que les méthodes généralement utilisées dans les publications basées sur une ré-
gression linéaire. En effet, cette approche nécessite d’analyser sur plusieurs paramètres les données
fournies par l’ensemble des souches.
Enfin, il est important d’insister sur l’absence de contrôle de la toxicité dans les essais présentés dans
cet état de l’art. La conséquence directe de ceci, est le risque de sous-estimer la valeur de la DBO. En
effet, l’effet toxique d’un échantillon peut entraîner une modification du comportement bactérien,
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voire même provoquer une forte mortalité de la population bactérienne. De ce fait, le test de DBO
indiquera, alors, une absence de consommation de l’oxygène dissous malgré la présence potentielle
de matières biodégradable. Par conséquent le développement des futurs biocapteurs devrait intégrer
un capteur de toxicité.
1.4 La microtechnologie au service de l’environnement ; le projet Bioguard
au cœur de la problématique
Depuis le développement grandissant de la microélectronique sur semi-conducteurs dans les années
60, les chercheurs se sont naturellement tournés vers l’élaboration de systèmes, miniatures, plus
complexes, afin de répondre à la fois à un besoin de précision et de rapidité de mesure. C’est alors dans
les années 80 que les premiers microdispositifs sont apparus : les MEMS (Micro Electro Mechanical
Systems). Leurs représentants les plus connus et utilisés se retrouvent dans nos ordinateurs sous la
forme de têtes de lecture des disques durs, et dans nos imprimantes sous forme de têtes d’impression.
Au cours des années 90, des recherches visant à appliquer les MEMS à la biologie, la chimie et le biomé-
dical ont été menées. La manipulation des fluides aux petites échelles s’est très rapidement montrée
indissociable de ces systèmes. Cela a permis la naissance et le développement de la microfluidique. Ce
développement va être encore accéléré par l’émergence au début des années 2000, des technologies de
moulage des canaux dans des polymères comme le PDMS (PolyDiMéthylSiloxane). Ces technologies
permettent la réalisation rapide de dispositifs à faible coût. Nous assistons, depuis, au développement
de nombreuses fonctions intégrées directement sur puces, telles que des pompes, des vannes, des
mélangeurs formant des microsystèmes et assurant des fonctions liées à un domaine d’activité ou
d’application.
La réalisation et le développement de l’ensemble de ces fonctions a permis l’émergence du concept
"laboratoire sur puce" ou LOC. Le concept est de regrouper un ensemble de fonctions microfluidiques
sur un même dispositif permettant la réalisation d’analyses biologiques (détection de virus, cellules
tumorales...), environnementales (détection de polluants, charge carbonée de l’eau) et chimiques
(détection d’espèces spécifiques). Le développement des laboratoires sur puce s’est fait dans l’optique
de faciliter les analyses des espèces d’intérêts, en complétant ou remplaçant les techniques standards.
Ces dernières nécessitent généralement des temps de préparation importants, de lourds équipements,
des volumes d’échantillons considérables mais surtout des temps d’analyse non négligeables. Ces
délais, entre le prélèvement et les résultats, peuvent s’avérer particulièrement critiques pour certaines
analyses, telles que, la détection de certaines pathologies ou d’une pollution chimique dans les eaux
rejetées dans l’environnement. L’objectif premier des laboratoires sur puce a donc été de développer
des systèmes de détection permettant d’obtenir rapidement les résultats, en se basant sur les techno-
logies de la microfluidique. Cette miniaturisation a permis de concevoir des systèmes pouvant être
amenés sur le terrain et pouvant répondre aux mêmes besoins que les équipements classiques plus
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imposants, tout en utilisant des volumes d’échantillons et de réactifs plus petits.
En effet, comme nous l’avons vu précédemment, l’utilisation d’un consortium bactérien défini est
nécessaire pour évaluer avec précision et reproductibilité la qualité de l’eau. De ce fait, l’utilisation
des systèmes traditionnels ne peut se faire car cela nécessiterait de dupliquer le système pour chaque
souche bactérienne, cela augmenterait alors grandement l’impact au sol pour cette analyse. De plus,
la miniaturisation d’un système complet de mesure de la qualité de l’eau permettrait d’effectuer
une analyse sur site. En plus de cela, l’intégration de l’ensemble des souches dans un seul et même
système permet de maitriser parfaitement les conditions expérimentales appliquées aux différentes
souches, et ainsi réduire les erreurs apportées au résultat. Nous pouvons voir un autre intérêt à cette
miniaturisation en la réduction de la variabilité des résultats due à la préparation des échantillons par
la main de l’Homme. L’intégration de fonction automatique telles que des pompes, des vannes, des
switchs, etc. . . , permettrait de réduire à la fois l’imprécision et la durée de la manipulation.
C’est dans cet esprit que le projet ANR Ecotech Bioguard (2011-2014) a vu le jour. Ses concepteurs
ont voulu développer un système qui puisse répondre aux normes environnementales actuelles et
aux besoins des gestionnaires des stations d’épuration, sans pour autant augmenter la surface au sol
nécessaire à cet équipement. Le développement d’un microsystème complet s’avère donc nécessaire.
Il permettrait de lier la microtechnologie et la biologie dans un but commun : la protection de la faune
et la flore par le suivi de la qualité de l’eau et la prévention rapide de tout risque de pollution.
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Nous avons vu, dans le chapitre 1, l’intérêt de disposer d’une mesure DBO pour le contrôle des eaux
usées, notamment dans les stations d’épuration. Parmi les solutions recensées dans la littérature, nous
avons retenu une solution basée sur les variations de comportements d’une culture bactérienne en
fonction de ses conditions d’environnement. A partir de ces données, nous devons construire un projet
complet qui réponde aux exigences de la mesure de DBO.
Ce chapitre est donc consacré à la conception du projet ANR Bioguard (2011-2014). Nous en rappelle-
rons d’abord le cahier des charges et définirons une architecture système qui lui correspond. Nous
traiterons ensuite des capteurs que nous utiliserons pour évaluer la DBO. Nous exposerons ensuite
l’architecture fluidique d’un système dit « macro » et d’un autre système dit « micro ». Nous étudierons
la façon dont les capteurs s’intègrent dans ces systèmes. Finalement, nous expliquerons la gestion de
l’environnement de mesure et des lecteurs utilisés pour enregistrer l’information issue des capteurs.
2.1 Cahier des charges du projet
L’instrumentation Bioguard doit être un système complet de mesure de la DBO. Elle doit permettre
d’assurer, à partir de mesures, in situ ou en laboratoire, le suivi de l’état des eaux usées issues d’une
installation biotechnologique ou de stations d’épuration. A plus long terme, elle devrait répondre à des
besoins sur site isolé. Cela suppose une miniaturisation profonde des instruments de détection conçus
en vue d’une portabilité et d’une autonomie poussée, tant en terme de communication que d’énergie.
Ces exigences impliquent donc que l’on engage un travail d’intégration microsystème, non seulement
pour démultiplier les cellules de mesure sur un même support mais également pour espérer réduire
les temps d’analyse et de calcul de la DBO de l’échantillon en test.
Ainsi, sachant que le temps de mesure de cinq jours fixé par la norme est trop long pour un suivi en
temps réel de la qualité de l’eau, le système Bioguard devra proposer une méthode alternative à la
méthode standard. Il proposera ainsi une DBOT avec un facteur temps T le plus court possible, de
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l’ordre de quelques heures.
D’un autre côté, le système doit également être capable de mesurer une pollution organique d’au
moins 35 mg DBO/l (limite fixée par la norme), la limite haute n’étant pas fixée au démarrage du projet,
ce sont les expériences et les technologies employées qui fixeront cette limite.
Pour avoir une estimation simultanée des principales composantes chimiques présentes dans le
prélèvement, le système Bioguard devra permettre de traiter les réponses tirées d’un panel bactérien
de 15 souches soigneusement sélectionnées (voir chapitre 1). La DBO sera déterminée par un panel de
10 souches spécialisées, ceci afin qu’il y est au moins une souche capable de dégrader les composés
présents généralement dans les eaux de rejets des stations d’épuration. La toxicité de l’eau sera évaluée
par un panel de 5 souches bactériennes naturellement bioluminescentes.
Conceptuellement, le biocapteur Bioguard est intimement associé à l’idée d’une carte amovible
et adaptable, contenant, dans les microsystèmes envisagés, les microorganismes lyophilisés. Elle
permettra d’effectuer dix mesures de la qualité de l’eau (DBO et toxicité), et sera sacrifiée lorsqu’elle
aura été entièrement utilisée. L’association de différentes souches bactériennes à l’intérieur de la carte
consommable impose une étanchéité parfaite inter-puits pour éviter tous risques de contaminations
croisées.
Le système complet, associant le lecteur et la carte, sera installé en sortie de stations d’épuration, de
systèmes d’assainissement non collectifs ou encore sur les réseaux d’eaux pluviales. Ces effluents
sont, généralement, chargés de nombreuses matières, dissoutes ou en suspension, et parfois de
grosses particules. Il n’est donc pas envisageable de prendre l’effluent tel quel et de l’injecter dans le
microsystème, un filtre à particules de 20 µm sera placé en amont du système.
Finalement, le système doit permettre une estimation de la DBO avec une plus-value par rapport au
test standard en termes de précision, de sensibilité et de rapidité d’exécution. Afin de percer dans
le marché, il se doit d’être compétitif sur le prix de l’équipement en comparaison avec un automate
actuel de DBO dont le coût moyen est proche de 15 k€.
2.2 Analyse du cahier des charges
L’examen du cahier des charges invite à concevoir une instrumentation avec trois composantes :
une puce assurant la culture bactérienne, un système de gestion des fluides, et un capteur pour
caractériser cette culture bactérienne. L’ensemble étant piloté par une carte électronique de mesure et
de traitement.
En ce qui concerne la puce MEMS, les contraintes décrites dans le cahier des charges délimitent le
choix des matériaux, ce qui par incidence imposera le procédé de fabrication. Les matériaux utilisés
ainsi que les capteurs devront résister aux différentes étapes de lyophilisation, à savoir une congélation
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à -80°C pendant 3h suivie d’une lyophilisation à -50°C et à 0,05 mbar durant 36h. De plus, ils doivent
être biocompatibles, c’est-à-dire non nocifs pour les bactéries et non-biodégradables. Par ailleurs,
selon le choix du système de transduction à mettre en place, ils devront également être étanches à
l’oxygène et, si possible, transparents.
Concernant la partie fluidique, afin de ne pas boucher les canalisations de la puce, nous avons estimé,
en nous basant sur des travaux expérimentaux, que la section minimale des canalisations doit être
5 fois supérieure à la plus grosse des particules susceptibles de se trouver dans l’échantillon, soit
une section minimale de 100×100 µm2. Dans le cadre du projet dans lequel s’intègre cette thèse, le
comportement de plusieurs souches bactériennes doit être étudié indépendamment et simultanément.
Cela implique que ces populations doivent être isolées les unes des autres et avoir chacune leurs circuit
d’alimentation afin d’éviter tout risque de contaminations croisées.
Dans une première étape, la transduction liée à l’activité bactérienne, qui est à la base de la mesure
de DBO, sera mesurée par l’intermédiaire d’un capteur d’oxygène dissous. Dans ce cas la question de
l’étanchéité, non seulement des puits de mesure entre-eux, mais également vis-à-vis de l’air ambiant,
sera d’autant plus cruciale que l’oxygène est présent à 21% dans l’air, et qu’il peut diffuser dans
l’échantillon sous test. Les capteurs utilisés pour l’évaluation de la DBO seront des capteurs à lecture
optique dit "optodes", dont le fonctionnement sera décrit ci-dessous (paragraphe 2.3.1). Les mesures
seront réalisées en chambre noire, à température régulée à 30°C afin d’amener les bactéries à leur
vitesse de croissance optimale.
La difficulté de réalisation d’un tel système résidera notamment dans l’injection des fluides, qui doit
s’effectuer sans modification du caractère hermétique de la carte, en particulier par rapport à l’air
ambiant.
Au vu des difficultés de maitrise du processus de mesure de la DBO par des optodes, en particulier
à cause d’un défaut prévisible d’étanchéité des microsystèmes, nous avons introduit, dans une se-
conde étape complémentaire de la première, une mesure d’oxygène dissous par l’intermédiaire d’une
molécule spécifique : la résazurine (paragraphe 2.3.2). En la mélangeant à l’échantillon en test, cette
molécule jouera le rôle d’un capteur d’oxygène distribué dans la population bactérienne.
Le cahier des charges étant désormais établi dans ses grandes lignes, nous pouvons travailler sur le
développement d’un prototype en analysant les différentes fonctions qu’il doit remplir. Nous avons
alors établi le schéma de la figure 2.1 pour définir les cinq blocs fonctionnels du système, selon leur
rôle particulier et leurs interactions respectives.
Nous identifions dans ce schéma :
1. L’échantillon sera, pour nos expériences, et dans un premier temps, du milieu Luria Bertani
(LB), afin de valider le système avec un milieu facilement dégradable par la population bacté-
rienne. Dans un second temps, du milieu M9 sera utilisé, afin d’avoir un contrôle parfait sur la
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FIGURE 2.1 – Schéma d’analyse en bloc fonctionnel du système
composition de l’échantillon (la composition du milieu M9 est décrite dans le chapitre 3).
2. Le système fluidique doit assurer le transport des fluides au travers des canalisations vers le
puits de mesure.
3. Le puits de mesure/biopuce est l’élément dans lequel s’effectue la mesure de l’oxygène lors de
la réaction de biodégradation. Sa géométrie est conditionnée par le capteur d’oxygène utilisé.
4. Le système de mesure comprend le capteur d’oxygène, à placer au plus près de la culture
bactérienne, qui doit permettre de mesurer le paramètre caractéristique de la DBO, et son
électronique associée.
5. Le dernier sous-ensemble est constitué de la partie gestion et contrôle électronique. Elle pilote
les éléments électromécaniques permettant le déplacement des fluides, ou bien encore de
réguler la température dans la chambre de mesure.
La partie sensible, c’est-à-dire la carte contenant les biopuces, sera installée dans un caisson isotherme
capable de maintenir une température constante de 30°C pendant les périodes de mesure. Il devra
également permettre de protéger les puits de mesure et le lecteur des autres sources de lumières
parasites.
2.3 Capteurs pour l’évaluation de la DBO
Comme nous l’avons vu dans le chapitre 1, il existe plusieurs méthodes et outils d’évaluation de
la DBO5, indicateur principal de la qualité des eaux de rejetées des stations d’épuration. Pour la
mesurer, le suivi d’espèces chimiques contenues dans l’échantillon de test, telle que le dioxyde de
carbone [Chiappini et al., 2010], peut être utilisé. Des équipes de recherches ont utilisé récemment, des
médiateurs redox permettant de mettre en évidence un lien entre la quantité de médiateur réduite par
les bactéries et la concentration en matières organiques dégradables. L’avantage de ce type de capteur
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tient au fait que la réaction de biodégradation n’est pas dépendante de l’oxygène [Pasco et al., 2000].
Néanmoins, la plupart de celles encore usitées à grande échelle, sont basées sur la mesure de l’oxygène
dissous présent dans un échantillon. Elles peuvent être classées en deux catégories : les capteurs élec-
trochimiques et les capteurs optiques. Pour les premiers, tels que les sondes de Clark, leur utilisation
en DBO est limitée par leur consommation de l’oxygène présent ; elles nécessitent une maintenance
régulière et un recalibrage fréquent du capteur [Yotter and Wilson, 2004, Park et al., 2005, Kim et al.,
2008]. Les seconds, tels que les optodes, émettent un signal de fluorescence, en retour d’un signal
lumineux d’excitation, proportionnel à la concentration en oxygène dissous, sans en consommer.
Leur autre avantage réside dans leur robustesse, ce qui nécessite beaucoup moins d’entretien que les
sondes électrochimiques.
Dans le cadre de cette thèse, non seulement pour les raisons évoquées ci-dessus, mais également pour
orienter notre démarche vers un processus de simplicité de fabrication, d’intégration et d’utilisation
des puces instrumentées, nous avons fait le choix d’utiliser des transducteurs optiques. Dans une
première étape, ce seront les optodes ; puis, en continuité des résultats obtenus avec ces capteurs,
nous introduirons une sorte de capteur distribué dans l’échantillon : la résazurine.
2.3.1 Un capteur d’oxygène dissous : l’optode
Une optode nécessite trois éléments pour fonctionner (Figure 2.2) : un produit chimique qui réagit à
la substance à analyser, un polymère pour immobiliser le produit chimique et une instrumentation
(fibre optique, une source de lumière, un détecteur, etc. . . ).
FIGURE 2.2 – Système de mesure par optode. Il comporte une source lumineuse, un photodétecteur,
une fibre optique et le complexe chimique formant la couche sensible en contact avec l’échantillon
[PyroScience, ]
Le principe fondamental de fonctionnement des optodes repose sur la capacité de certaines substances
39
Chapitre 2. Conception du capteur
à agir comme désactivateurs (quencher) dynamiques de fluorescence (Figure 2.3). Lorsque cette
substance est excitée par un faisceau de lumière à une longueur d’onde donnée, celle-ci émet un signal
de fluorescence en retour, décalé en longueur d’onde, dont l’intensité est inversement proportionnelle
à la concentration de la substance à analyser. En absence de substance à analyser, la fluorescence est
élevée (Figure 2.3 - 1). Par contre, lorsque la substance est en grande quantité, la molécule fluorescente,
à l’état excité, transfère son énergie vers la substance par collision, la fluorescence est donc plus faible
(Figure 2.3 - 2).
FIGURE 2.3 – Schéma expliquant le fonctionnement d’une optode reposant sur le principe du quen-
ching. Emission de fluorescence en absence d’oxygène (1), le transfert de l’énergie de la molécule
excitée vers la molécule d’oxygène par collision empêche l’émission de fluorescence (2).
Le matériel chimique utilisé dans les optodes est généralement un complexe organométallique, tels que
les complexes de ruthénium(II) [Li et al., 1993, Hartmann et al., 1995, Mills and Thomas, 1997, Ji et al.,
2010], les complexes de platine(II) [Papkovsky et al., 1992, Lee et al., 1993, Kolle et al., 1997, Mills and
Lepre, 1997], les complexes d’or(I) [Mills et al., 1997], les complexes d’aluminium(III) [Costa-Fernandez
et al., 1998], etc. . .
Chaque complexe possède sa propre sensibilité en longueur d’onde, ainsi on peut trouver des optodes
sensibles dans le bleu et d’autres dans le rouge, par exemple. Le plus largement utilisé est le complexe
de ruthénium(II), car il a une longue durée de vie de luminescence, des temps de réponse rapides, une
forte absorption dans le visible, un grand décalage de Stokes (décalage en longueur d’onde) et une
grande stabilité photochimique. Il existe de nombreux lecteurs, fournis avec les optodes, permettant
de les intégrer dans une chaine de mesure. Elles devraient permettre de mesurer jusqu’à 40 mg
d’O2/l [Hartmann et al., 1995].
L’optode est donc un bon moyen pour évaluer l’oxygène dissous dans une proportion de 0 à 100 % de
sa concentration dans une solution, car il n’en consomme pas lors des mesures.
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De plus, il est très simple de l’intégrer dans un système instrumental et ne nécessite, par ailleurs, pas
d’entretien particulier.
2.3.2 Un capteur réparti : la résazurine
La résazurine (C12H7NO4) est une molécule jouant le rôle d’un médiateur d’oxydo-réduction so-
luble dans l’eau et non fluorescent. Tout comme l’oxygène, elle peut être utilisée comme accepteur
d’électrons dans la réaction de biodégradation d’un composé organique présent dans l’échantillon
ensemencé de bactéries. Sa présence permet d’estimer l’activité des bactéries à travers sa réduction en
un sous-composé rose et fluorescent (Figure 2.4) : la résorufine (C12H7NO3).
FIGURE 2.4 – Schéma illustrant la réduction de la résazurine en résorufine par la réaction de biodégra-
dation par les bactéries.
L’intensité de fluorescence émise par la résorufine, lorsqu’elle est soumise à une lumière verte, est
donc directement proportionnelle à la de résazurine réduite par les bactéries et donc à la quantité de
matière organique qu’elles ont dégradées [Dudal et al., 2006, Tizzard et al., 2006].
D’après certains auteurs [Dudal et al., 2006, Tizzard et al., 2006, Rocher et al., 2011], cette méthode
permet de réduire considérablement le temps de mesure de la DBO5 (maximum 15 h contre 5 jours).
De plus, la gamme de mesure en DBO atteignable par cette méthode est plus importante, 300 mg O2/l
avec le kit Enverdi proposé par la société Envolure [Envolure, 2006].
L’utilisation de ce médiateur, parait donc être une bonne alternative pour la mesure de la DBO. D’une
part, car il est soluble dans l’eau, donc il admet une intégration extrêmement simple dans un système,
et d’autre part, car il offre de très bonnes performances, en termes de temps d’analyse et gamme de
mesure.
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2.4 Systèmes fluidiques « macro » et « micro »
Dans cette partie, nous nous attarderons à décrire, dans un premier temps, la conception fluidique du
système dit « macro ». Nous y détaillerons son architecture, un gradient de concentration permettant
d’effectuer un criblage des conditions expérimentales, et finalement, pour ce système, les puits dans
lequel s’effectue la mesure de la consommation de l’oxygène suite à la réaction de biodégradation.
Dans un second temps, nous exposerons la conception du système « micro ». Il comprend une évalua-
tion des contraintes vis-à-vis du cahier des charges et du capteur, et le détail de conception de deux
générations de biopuce. La seconde étant une amélioration de la première suite à un défaut rencontré
sur celle-ci.
2.4.1 Le système à macro-volume
La réalisation d’un système, dit « macro », a plusieurs avantages. En effet, dans la mesure où il utilise
des technologies conventionnelles, il permet un prototypage rapide d’une instrumentation complète.
Qui plus est, dans le cadre d’un prototype réalisé durant un projet de recherche, il n’est pas possible
d’user une grande quantité de puces pour effectuer les expériences, au risque de dépasser le budget
alloué au projet. De ce fait, la réalisation d’un système « macro » permet de multiplier le nombre
d’expériences. Pour cela, nous avons donc conçu et réalisé un prototype réutilisable, qui serait une
ébauche du produit final, comprenant, en plus, une fonction de nettoyage et rinçage permettant la
réutilisation du système.
2.4.1.1 Son architecture
Nous allons concevoir ce système « macro » pour l’évaluation de la DBO avec une seule souche
bactérienne (E. Coli). En imaginant qu’il pourra être dupliqué, moyennant quelques aménagements,
pour fonctionner avec la totalité des souches prévues initialement dans le projet. Pour simplifier le
travail de conception, nous n’utiliserons pas de bactéries lyophilisées directement dans la chambre
de culture, elles seront réhydratées manuellement puis injectées dans la chambre de culture via une
seringue. Sur ce prototype, nous souhaitons pouvoir réutiliser le point de mesure, contrairement
au système final, qui lui possèdera une cartouche de mesure jetable. Nous avons donc intégré au
prototype une fonction de nettoyage et de rinçage afin de pouvoir épurer le système de toutes traces
de bactéries et d’échantillons précédemment utilisés. La fonction de nettoyage est réalisée à l’aide
d’une solution d’éthanol à 70 % afin de détruire les bactéries présentes dans le circuit de mesure. Un
rinçage du circuit à l’eau DI est ensuite réalisé afin d’effacer toutes traces d’éthanol qui risqueraient de
détruire les bactéries de la prochaine mesure et ainsi fausser les résultats.
L’architecture d’un tel système repose essentiellement sur le type d’actionneur choisi pour déplacer
42
2.4. Systèmes fluidiques « macro » et « micro »
les fluides. Idéalement, la technique la mieux adaptée serait de déplacer les fluides sans contact avec
l’actionneur, afin d’éviter que des fluides biologiques ou chimiques des eaux usées se retrouvent en
contact avec lui. Cela risquerait de le détériorer si les matériaux le constituant n’étaient pas suffisam-
ment résistants. Ce type de déplacement est généralement réalisé au moyen d’une source de pression
pneumatique. Elle est utilisée pour faire monter en pression un récipient dans lequel est placé le fluide,
et sous l’effet de cette force, celui-ci se déplace.
Un autre moyen consiste à utiliser une pompe pour liquide. Dans ce cas, le fluide est en contact avec la
partie active de la pompe. Si le fluide est composé de matières plus ou moins visqueuses ou collantes,
et selon l’architecture de la pompe, la partie active peut se coller et empêcher son fonctionnement. Il
existe un grand nombre de pompes fluidiques, qui permettent, pour certaines, un contrôle précis des
volumes déplacés.
Durant cette thèse, nous avons testé les deux types d’actionnement. En premier lieu, nous avons
testé l’actionnement pneumatique. L’avantage de cette méthode est effectivement le contact limité du
fluide avec les éléments fluidiques. L’inconvénient est, par contre, un contrôle imprécis du volume
déplacé. En effet, cette méthode nécessite d’avoir une bonne régulation en pression et de rajouter sur
le circuit un débitmètre. Si le débit est mal géré, et que le circuit n’est pas configuré pour résister à des
pressions trop fortes, alors des fuites apparaîtront. Nous avons ensuite testé l’actionnement avec une
micro-pompe à solénoïde. Ce type de pompe utilise l’effet magnétique d’un solénoïde entourant un
barreau aimanté. Lorsqu’un courant traverse le solénoïde, le barreau se déplace vers le haut et permet
de remplir une micro-chambre de rétention par aspiration. Lorsque le solénoïde n’est plus alimenté,
le barreau redescend à l’aide d’un ressort et refoule le liquide vers la sortie. Cette pompe permet de
connaître précisément le volume déplacé en connaissant le volume de la chambre et en comptant
le nombre d’actionnement de la pompe. Après avoir testé les deux méthodes, nous avons opté pour
l’intégration de la micro-pompe à solénoïde dans le système, du fait de sa bonne reproductibilité, de
sa précision, et de sa simplicité d’utilisation.
Le choix de l’actionneur étant maintenant fait, nous pouvons alors dessiner le plan de l’architecture
du système. Nous devons commencer par poser le nombre d’entrées et de sorties du système. Nous
avons, au total, quatre entrées : l’échantillon, les bactéries, la solution de nettoyage (éthanol à 70%), et
enfin la solution de rinçage et de dilution (eau DI) ; et une sortie faisant office de poubelle (figure 2.5).
Le cœur du système, délimité sur la figure 2.5 par le rectangle en tirets, se compose des éléments
électromécaniques (pompes, électrovannes), d’un gradient de concentration, de quatre puits de
mesure et de capillaires permettant de lier l’ensemble de ces éléments.
Dans le but de rendre l’étude de la dynamique de croissance bactérienne plus précise, nous avons
réalisé un gradient de concentration afin d’effectuer un criblage de la concentration en carbone
organique dans l’échantillon en test. Le gradient est réalisé en mélangeant l’échantillon avec de l’eau
DI. Celui-ci possède donc deux entrées, et quatre sorties. Les étapes de conception du gradient sont
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FIGURE 2.5 – Schéma fonctionnel du prototype. EVn sont des électrovannes et Pn sont les pompes à
solénoïde.
décrites dans le paragraphe suivant.
Le fonctionnement de ce système est relativement simple. Les électrovannes à 3 voies universelles
EV1 et EV2 permettent de sélectionner le fluide à transporter. Tandis que l’électrovanne EV3 sert à
sélectionner l’une des deux entrées du gradient de concentration. Une micro-pompe à solénoïde P1
injecte les fluides vers le gradient de concentration. Elle est placée après le sélectionneur de fluide
(après EV2) afin de limiter le nombre de pompes à une seule pour l’ensemble des fluides d’entrées. Cet
ensemble permet donc de transférer le fluide sélectionné vers les réservoirs de mesure, en passant par
le gradient de concentration. L’insertion d’une micro-pompe P2 et d’un té microfluidique T1, entre P1
et EV3, permet d’intégrer un circuit de vidange du système réalisant le gradient de concentration et
des réservoirs de mesure. Nous avons ajouté un autre té microfluidique T2 et une pompe à air P3 dans
le circuit, entre EV2 et P1, afin de purger les capillaires entre les réservoirs d’entrées et P1. L’activation
simultanée des trois pompes devrait permettre de purger les deux micro-pompes P1 et P2, ainsi que
les capillaires qui y sont connectés.
Nous avons donc conçu un système fluidique relativement simple capable de gérer trois solutions, de
vidanger, de nettoyer et de rincer l’ensemble du système.
Nous allons maintenant décrire la conception du gradient de concentration.
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2.4.1.2 Génération du gradient de concentration
Les domaines chimiques ou biologiques font souvent appel au criblage multi-concentration pour
les études de cytotoxicité, de milieux de culture, des cinétiques en fonction des concentrations des
espèces chimiques dans une solution. La réalisation d’un gradient de concentration d’une espèce
chimique, dans une solution complexe, permet de réduire les erreurs pouvant être commises d’une
préparation à une autre. De plus, cela permet de multiplier les mesures simultanément.
Pour notre projet, l’intégration d’un gradient de concentration peut avoir différentes utilités. Dans le
cas d’un système final, il permet de diluer l’échantillon afin de s’assurer de la présence d’oxygène en
fin d’analyse. Cependant, il faudrait multiplier le nombre de puits par souche bactérienne au nombre
de dilutions de l’échantillon. Cela augmenterait considérablement les dimensions du système. Dans le
cas d’un travail de recherche en laboratoire, le gradient de concentration nous permettra d’étudier
la variation de la consommation de l’oxygène par les bactéries selon la concentration en carbone
organique, dans les mêmes conditions expérimentales : population bactérienne initiale, température
d’incubation et paramètres d’acquisition identiques.
Les méthodes de préparation généralement utilisées impliquent l’emploi soit d’un robot de pipetage,
soit d’un opérateur. La première méthode est rapide et précise mais nécessite un investissement
financier important. La seconde méthode, quant à elle, fait appel à un temps de préparation plus long,
auquel se rajoutent des incertitudes de manipulation.
Par ailleurs, le développement des MEMS (MicroElectroMechanical Systems), en particulier ceux
destinés à des applications en biologie/chimie tels que les Micro Total Analysis System ( µTAS) ou les
Lab On Chip (LOC), a nécessité la mise au point de systèmes microfluidiques utilisant des gradients de
concentration. Il existe deux types de gradient de concentration, utilisés selon l’application envisagée :
les gradients continus ou les gradients discrétisés (échantillonnage des concentrations).
Nous avons fait le choix d’utiliser un système à gradient discrétisé, car il est plus adapté à notre appli-
cation. Le principe de fonctionnement des gradients de concentration discrétisés, en microfluidique,
peut être classé selon deux catégories, qui se distinguent par leur architecture. Dans un cas, les solu-
tions mères sont diluées entre elles successivement sur plusieurs étages de canalisations afin d’obtenir
le gradient voulu ; l’autre solution est de fractionner les solutions mères en un même nombre de
branches ayant un débit propre, et la recombinaison finale des solutions permet d’obtenir le gradient
souhaité. Quel que soit le type de gradient adopté, leur conception relève de la même méthode ; il
consiste à faire l’analogie entre le réseau fluidique et le réseau électrique équivalent, et de calculer les
résistances électriques en fonction des contraintes imposées. Des explications sur les écoulements
microfluidiques et sur leur analogie avec le réseau électrique sont données en annexe.
Pour comprendre le fonctionnement des gradients de concentration, nous devons d’abord expliquer
quelques notions de base. Le cas le plus simple de mélange est présenté sur la figure 2.6. Il met en jeu
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deux solutions mères de concentration C1 et C2, et de débit respectif Q1 et Q2.
Q1,C1 Q2,C2
Q3,C3
FIGURE 2.6 – Schéma d’un mélange de 2 solutions (débits/concentrations Q1 et Q2 / C1 et C2) donnant
naissance à une solution de débit/concentration Q3/C3.
La concentration C3 résultant du mélange s’écrit :
C3 =
Q1 ·C1+Q2 ·C2
Q3
(2.1)
En utilisant l’équivalence électricité/fluidique, la loi des nœuds permet d’écrire : Q3 = Q1+Q2.
Par ailleurs, les débits dans les différentes branches vont être régis par l’architecture des systèmes et la
valeur des résistances hydrodynamiques.
Dans cette thèse, nous avons choisi d’étudier les gradients à mélange final car ils sont plus adaptés à
notre application. La première étape de conception consiste à définir le type de gradient de concen-
tration final désiré : linéaire, logarithmique, exponentiel ou autres, ainsi que les valeurs des débits
de sortie. La plupart de ces systèmes sont composés de deux parties, l’une apportant la solution à
échantillonner et l’autre le solvant ; ils seront mélangés pour former le gradient de concentration. Le
calcul des concentrations obéit à un calcul de dilutions établi à partir de l’équation 2.1.
Si la matière n’est apportée que par l’une des entrées, Q1 par exemple, la concentration du mélange,
avec un solvant Q2, s’écrit [Bang et al., 2004] :
C3 =
Q1
Q3
C1 (2.2)
La complexité de résolution du calcul des débits dépend directement du nombre de sorties. En effet,
le système d’équation permettant de connaître les débits des sorties comporte autant d’équations
que de sorties du système fluidique. Pour résoudre ce système, il faut établir le schéma électrique
équivalent au système fluidique, puis calculer l’ensemble des résistances du circuit en fonction des
paramètres du problème (débits d’entrées/sorties). Le calcul des résistances nous permet alors de
calculer la longueur des canalisations en utilisant l’expression des résistances hydrodynamiques selon
la section des canalisations.
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Le schéma fonctionnel, sous forme de boîte noire, du système à gradient de concentration, en fonction
de ses entrées et sorties, peut se dessiner ainsi (Figure 2.7) :
FIGURE 2.7 – Schéma fonctionnel en boîte noire du système permettant de générer un gradient de
concentration.
Nous voulons que les quatre puits se remplissent en même temps. Cela suppose que Q1 = Q2 = Q3 = Q4.
Nous souhaitons réaliser quatre concentrations par mélange final, allant de 0 à 100% de l’échantillon
mère. Chaque puits doit donc avoir deux entrées : l’une apportant l’échantillon ; et l’autre apportant le
solvant. Nous pouvons donc dessiner le système de répartition des fluides (Figure 2.8).
FIGURE 2.8 – Schéma représentant l’architecture du système générant le gradient de concentration.
Avec Qi , j le débit d’une branche et Ci , j sa concentration en soluté. Où, i représente la branche entrant
dans le puits i , et j représente le fluide entrant (1 : Echantillon, 2 : Solvant). Chacune de ces branches a
son débit propre, et diffère des autres branches, afin de réaliser la fonction de concentration à mélange
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final.
Nous pouvons définir deux grandeurs αi , le coefficient de répartition du débit de l’échantillon dans les
branches, et βi le coefficient de répartition du débit du solvant dans les branches. Nous pouvons donc
écrire le débit entrant dans chaque puits en fonction des grandeurs αi et βi :
Qi = Qi ,1+Qi ,2 = QM1 ·αi +QM2 ·βi (2.3)
Nous pouvons maintenant définir la valeur de la concentration dans chaque puits i, en remplaçant 2.3
dans 2.1 :
Ci =
Ci ,1 ·Qi ,1+Ci ,2 ·Qi ,2
Qi ,1+Qi ,2
=
CM1 ·QM1 ·αi +CM2 ·QM2 ·βi
QM1 ·αi +QM2 ·βi
(2.4)
Sachant que seul QM1 apporte l’échantillon, nous pouvons écrire l’équation 2.4 d’après l’équation 2.2 :
Ci =
CM1 ·QM1 ·αi
QM1 ·αi +QM2 ·βi
(2.5)
Nous souhaitons une concentration maximale de l’échantillon dans le puits 1 et une concentration
nulle dans le puits 4. La figure 2.8 peut se simplifier en supprimant la branche du solvant arrivant sur
le puits 1 et en supprimant celle de l’échantillon arrivant sur le puits 4 (Figure 2.9).
FIGURE 2.9 – Schéma de l’architecture du système à gradient de concentrations simplifié.
Il ne reste plus qu’à dessiner le schéma électrique équivalent du système. Nous pouvons encore
simplifier la conception de ce système à gradient de concentration, en symétrisant le débit de ses
branches. En effet, en définissant que α1 =β4, α2 =β3 et α3 =β2, alors il devient possible de travailler,
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uniquement, sur les résistances hydrodynamiques d’une moitié du système. Le schéma électrique
équivalent est alors :
FIGURE 2.10 – Schéma électrique équivalent du système microfluidique.
Avec∆P la différence de pression entre l’entrée et les sorties, RH_M1 la résistance hydrodynamique
d’entrée et RH_i ,1 les résistances hydrodynamiques des branches (i ,1). Nous pouvons alors donner
l’équation définissant la résistance hydrodynamique d’une branche (i ,1) :
Ci =
∆P −QM1 ·RH_M1
Qi ,1
=
∆P −QM1 ·RH_M1
QM1 ·αi
(2.6)
Nous voulons réaliser un gradient de concentration de 0 %, 40 %, 60 % et 100 % de l’analyte. Nous
pouvons donc définir le système des répartitions α des débits de chaque branche :
α1 = 1
α2 = 0,6
α3 = 0,4
(2.7)
Nous pouvons alors obtenir le système des résistances hydrodynamique de chaque branche :

RH_1,1 =
∆P −QM1 ·RH_M1
QM1 ·α1
RH_2,1 =
∆P −QM1 ·RH_M1
QM1 ·α2
RH_3,1 =
∆P −QM1 ·RH_M1
QM1 ·α3
(2.8)
Maintenant, nous pouvons extraire∆P −QM1 ·RH_M1 de RH_1,1, et le remplacer dans RH_2,1 et RH_3,1.
Le système d’équation 2.8 peut alors s’écrire en fonction de RH_1,1 :
∆P −QM1 ·RH_M1 = RH_1,1 ·QM1 ·α1
RH_2,1 =
RH_1,1 ·α1
α2
RH_3,1 =
RH_1,1 ·α1
α3
(2.9)
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Il ne nous reste plus qu’à définir les dimensions de la canalisation 1, de calculer sa résistance hydrody-
namique, puis de calculer les résistances des deux autres canalisations grâce au système d’équation
2.9, afin de les dimensionner à leur tour. De plus, en fixant un diamètre de canalisation identique aux
trois branches, seule la longueur changera. Ainsi, pour la canalisation 1, si nous prenons une longueur
de 5 cm, celles des canalisations 2 et 3 seront alors respectivement 8,4 cm et 12,6 cm.
Pour la réalisation du gradient de concentration, nous avons utilisé des capillaires découpés à l’aide
d’une guillotine, puis assemblés sur une croix microfluidique type UpChurch via des connectiques
fluidiques du même fabriquant. Des exemples de ces dispositifs sont montrés en figure 2.11.
(a) (b) (c)
FIGURE 2.11 – (a) schéma d’une croix microfluidique. (b) connectique permettant de fixer le capillaire
sur la croix. (c) assemblage de la croix et des connectiques.
La validation de ce dispositif est décrite en annexe. Initialement, nous voulions obtenir un gradient de
100 %, 60 %, 40 % et 0 % de l’analyte. Après caractérisation du gradient réalisé suite à notre étude, nous
avons pu vérifier une concentration pour chaque sortie de 100 %, 56,79 %, 39,88 % et 0 % de l’analyte
injectée en entrée du gradient.
Il nous reste, à ce niveau, un autre élément du prototype à concevoir : les réservoirs de stockage des
bactéries et de l’échantillon à analyser.
2.4.1.3 La conception des réservoirs de mesure
Nous avons fait le choix de réaliser un gradient à mélange final, cela signifie que le mélange s’effectue
seulement dans la chambre de mesure, il y a donc deux entrées par réservoir. L’utilisation de bactéries
pour la mesure de la DBO amène quelques contraintes à la conception des réservoirs de mesure qui
devront être biocompatibles, non biodégradables et transparents.
La forme et la matière des réservoirs sont importantes. En effet, selon la nature du matériau des
réservoirs et grâce à la tension de surface de l’eau, celle-ci peut s’accrocher aux parois et notamment
aux angles, et donc potentiellement polluer une future mesure. Pour faciliter la pose de l’optode, les
réservoirs doivent avoir un coté plat. Nous avons donc choisi de donner aux réservoirs une forme
rectangulaire mais avec des angles arrondis, comme on peut le voir sur le schéma de la figure 2.12
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représentant un réservoir en trois dimensions.
R3
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FIGURE 2.12 – Dessin représentant un réservoir et ses dimensions en mm.
Les puits doivent être fermés de part et d’autre, et doivent également assurer l’étanchéité et les accès
fluidiques. Deux pièces, en matériau usinable, associées à des joints toriques devraient permettre de
maintenir l’ensemble, tout en assurant les fonctions que l’on vient de citer. Lors du remplissage des
puits, l’air contenu à l’intérieur doit pouvoir s’échapper, un trou d’évacuation est donc prévu sur la
pièce faisant office de capot (Figure 2.13(a)). Ce perçage devrait servir également d’évacuation du
trop-plein et jouer un rôle de limitation à la diffusion de l’oxygène. D’après la loi de Fick, la vitesse
de transfert d’un gaz à travers une membrane est proportionnelle à la surface et à la différence de
concentration du gaz de part et d’autre de la membrane et inversement proportionnelle à l’épaisseur
de celle-ci. Ce perçage doit donc être réalisé le plus fin possible.
La géométrie du socle est également importante. En effet, lors de la vidange des puits, il ne doit rester
aucun fluide à l’intérieur. Une forme d’entonnoir est donc réalisé à l’emplacement des puits, avec en
son centre l’accès fluidique servant à l’évacuation des fluides (Figure 2.13 (b) et (c)).
Le maintien des pièces s’effectue par des tiges filetées traversant de part en part le socle et le capot.
Les perçages sont réalisés dans les quatre coins des pièces et en leur centre, afin d’homogénéiser la
pression appliquée sur les joints des quatre puits pour que l’étanchéité s’opère correctement. La figure
2.14 donne un aperçu de la vue en éclaté de l’assemblage des puits.
Les résultats des premiers tests de consommation de l’oxygène dissous par les bactéries montreront
une cohérence avec les résultats obtenus avec des tests classiques. Néanmoins, le système montrera
ses limites à travers la reproductibilité du remplissage des puits. Les résultats de consommation de
l’oxygène dissous mesuré par ce système, décrits dans le chapitre 4, seront cependant satisfaisants.
Nous pouvons donc passer à la deuxième étape de notre travail de thèse, qui consiste à miniaturiser le
système par l’introduction de la technologie microsystème en vue de l’appliquer à l’évaluation de la
DBO.
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(a) (b)
(c)
FIGURE 2.13 – Image en 3 dimensions du capot (a) et de la base des réservoirs (b) et (c). (b) base
complète vue en perspective, (c) vue en coupe de la base
FIGURE 2.14 – Assemblage des différentes parties des réservoir de mesure.
2.4.2 Conception et dimensionnement de la version « micro » : la bio-puce
La miniaturisation du système de mesure de la DBO a pour intérêt principal l’augmentation du nombre
de points de test afin de pouvoir réaliser plusieurs mesures simultanées dans un appareil plus petit.
Pour cela, il est nécessaire de réduire le volume des échantillons à tester.
52
2.4. Systèmes fluidiques « macro » et « micro »
Nous allons donc présenter, dans cette partie, les deux générations de puces que nous avons réalisées.
La première a été conçue et fabriquée en vue de mesurer l’oxygène dissous avec un système à base
d’optode. Les expériences ont montré un défaut de remplissage pour cette génération de puce. En
effet, des bulles d’air sont apparues lors des tests. Nous avons alors développé une seconde génération
de puce, d’une part pour pallier à ce défaut, et d’autre part pour introduire un nouveau type de capteur
à base de résazurine.
2.4.2.1 Les contraintes de conception des biopuces
La lecture du cahier des charges du projet permet de mettre en évidence certaines contraintes liées
essentiellement au capteur, aux bactéries et à la partie fluidique.
2.4.2.1.a Contraintes liées aux bactéries
Dans le cadre de ce projet, il a été établi que plusieurs souches bactériennes doivent être intégrées
au biocapteur. Cela nous amène à définir des points qui peuvent être bloquants pour la réalisation
des puces microfluidiques. Le premier que nous allons aborder concerne la méthode de stockage
des bactéries ainsi que leur mode de conservation. En effet, un stockage sur puce microfluidique
impose d’avoir des procédés de fabrication compatibles avec le domaine de viabilité des bactéries
(température, endommagement des bactéries lors de la fabrication,...) et la méthode de conservation.
L’analyse des différents procédés nous a donc amené à envisager une préparation et un stockage des
bactéries à l’extérieur du système, puis une injection à l’intérieur de l’appareil de mesure. Afin d’être
dans les mêmes conditions que la mesure de DBO 5, les bactéries devront être en suspension dans la
solution.
Un autre point pouvant être critique pour la mesure de la DBO est le maintien en activité des bactéries.
En effet, une diminution de la population peut entraîner des biais importants dans les mesures. Le
matériau doit donc être biocompatible et structurable par les technologies microsystèmes. Plusieurs
options se présentent à nous, tels que le PDMS, la SU8, les thermoplastiques. Le matériau sera choisi
en fonction de ses caractéristiques, vis à vis du capteur à utiliser, et de sa porosité à l’oxygène.
2.4.2.1.b Contraintes liées au capteur
La mesure de DBO impose un contact entre la sonde et le milieu. Elle peut se réaliser soit par élec-
trochimie, en utilisant par exemple des sondes de Hersh ou des sondes de Clark, soit par mesure de
fluorescence, en utilisant des optodes ou un fluorophore, tel que la résazurine. Dans les deux cas,
elle nécessite l’intégration d’un capteur au cœur de la puce microfluidique. Pour cela, les capteurs
devront être, soit à faibles coûts et compatibles avec les procédés de fabrication afin d’être jetables ;
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soit réutilisables et facilement intégrables. L’ensemble de ces paramètres rendent difficile l’utilisation
d’un seul capteur pour réaliser la mesure sur un nombre important de puits. Les méthodes de mesure
proposées imposent un milieu transparent aux longueurs d’ondes utiles pour la mesure optique de la
DBO.
2.4.2.1.c Contraintes liées à la partie fluidique
Dans le cas des puits de dimension micrométrique, l’une de leurs principales difficultés réside dans leur
remplissage sans bulle d’air. Pour les alimenter, il est nécessaire d’utiliser des canalisations intégrées
dont la section et la longueur seront des paramètres clés. En effet, ils conditionneront non seulement le
débit des fluides mais également les dimensions des particules qui vont y circuler. Pour ces dernières,
le cahier des charges impose un diamètre de 20µm, ce qui implique des canalisations avec une hauteur
de 100 µm minimum.
Actuellement, concernant les éléments extérieurs d’actionnement fluidique, aucune contrainte n’a
été définie car leur choix dépendra surtout des dimensions de la partie fluidique. Nous souhaitons,
tout de même, que la connexion entre les puces et l’extérieur soit standardisée afin qu’il n’y ait aucune
incertitude sur les mesures pouvant venir de cette partie.
Pour la mise en écoulement des fluides, plusieurs options sont envisageables parmi lesquelles des
pompes piézoélectriques, des pompes péristaltiques ou bien des générateurs de pression. En vue d’une
intégration système poussée, il y aura aussi possibilité d’intégrer des vannes ou des switch directement
sur la puce, afin de diminuer au maximum les volumes morts et les longueurs de canalisation.
A la lecture de ces contraintes, nous voyons bien que de nombreux points restent à éclaircir avant
la réalisation du premier prototype complet. Il paraît nécessaire de vérifier que les systèmes micro-
fluidiques réalisent des mesures comparables aux dispositifs actuellement utilisés. Pour cela, nous
proposons de réaliser un dispositif simple ne contenant qu’un seul puits de mesure. Ce dispositif doit
nous permettre de définir des protocoles de fabrication, de remplissage et de mesure dans les puits.
Nous allons, dans un premier temps, nous intéresser à l’intégration des optodes, qui seront pilotées à
l’aide d’une fibre optique. Nous nous intéresserons ensuite à l’intégration de la résazurine dans les
puces, ce qui nous amènera à modifier ou compléter leur conception.
En pratique, afin de mettre en œuvre rapidement ce dispositif, nous envisageons d’utiliser du Po-
lyDiMéthylSiloxane (PDMS) car cette technologie est très largement utilisée pour le prototypage
rapide.
54
2.4. Systèmes fluidiques « macro » et « micro »
2.4.2.2 Première génération de puce
Afin de faciliter la réalisation de la puce, nous avons décomposé l’approche en deux parties : la première
sera dédiée à la réalisation des réservoirs, et la seconde concernera le capot sur lequel l’optode sera
placée et qui permettra de fermer les puits.
L’optode que nous allons utiliser est circulaire de diamètre 5 mm et d’épaisseur 150 µm. Cela nous
impose des puits de dimensions comparables, nous avons donc fait le choix d’utiliser des puits
circulaires dont le diamètre minimal est de 7 mm afin de pouvoir aisément aligner le capot avec
l’optode et le puits. Nous avons décidé de réaliser des réservoirs d’une hauteur de 500µm afin d’obtenir
un volume d’environ 20µl . Pour les canalisations d’entrée et de sortie, nous avons choisi une section de
500x500 µm2, d’une part pour permettre le passage de particules de 20 µm de diamètre en suspension
et d’autre part, pour des raisons de simplification de fabrication. En effet, ainsi nous n’avons besoin que
d’un seul niveau de canalisation. Pour des questions d’encombrement et de réalisation des supports,
nous avons fait le choix de prendre une longueur de 6 mm. Le dessin de cette puce est représenté sur
la figure 2.15.
250 µm
7 mm6 mm
(1)
(2)(2) (3) (3)
28 mm
14 mm
(a) (b)
(c) (d)
FIGURE 2.15 – Schémas représentant la puce microfluidique en 2D (a) et en 3D (b), et du capot de la
puce en 2D (c) et en 3D (d). La puce microfluidique ((a) et (b)) se compose du réservoir de mesure
(1), d’une entrée et d’une sortie (2) et de deux canalisations (3). Le capot ((c) et (d)) se compose d’un
emplacement incrusté (4) pour accueillir l’optode (5) et de l’entrée et sortie fluidique (2)
Afin de ne pas modifier le volume du puits lors de l’assemblage des deux éléments de la puce, une
55
Chapitre 2. Conception du capteur
couche de résine d’épaisseur légèrement supérieure à celle de l’optode sera déposée sur le capot
(Figure 2.16). Un emplacement pour l’optode sera réalisé dans ce polymère pour y intégrer le capteur.
Les connexions fluidiques vers le réservoir seront réalisées au travers du capot (Figure 2.15 (c) et (d)).
(1)
(2)
(4)
(3)
FIGURE 2.16 – Schéma représentant une vue en coupe du capot. (1) lame de verre, (2) la résine, (3)
l’optode et (4) les entrées et sorties fluidiques.
Lors des premiers tests, nous avons eu quelques difficultés à remplir correctement la puce sans bulle
d’air. En effet, la tension de surface aux parois tire le fluide plus rapidement qu’au centre du puits, et la
circularité de celui-ci amène donc le fluide en sortie en se refermant sur lui-même et en emprisonnant
ainsi une bulle d’air. Nous avons alors conçu une deuxième génération de puces, afin de faciliter leur
remplissage.
2.4.2.3 L’amélioration de la puce : deuxième génération
Comme nous venons de le voir avec la première génération de puces, la difficulté de remplissage du
puits était due à sa géométrie.
Nous avons donc donné une forme ovale au réservoir. Ainsi, sur sa longueur et grâce au champ de
vitesse du fluide qui est plus important en son centre, le front du fluide peut se stabiliser et avancer
à la même vitesse. Afin d’avoir toujours un volume d’environ 20 µl , l’épaisseur du réservoir reste
inchangée, et nous avons alors fixé la longueur du réservoir à 8 mm et la largeur à 6 mm. Dans le but
de standardiser le procédé de fabrication tout en augmentant le nombre de mesures possibles par
puce, nous les avons conçues pour qu’elles puissent s’adapter aux lames de verre de microscope de
taille standard (76×26 mm2). Ainsi, sur une seule puce nous pouvons placer 8 réservoirs comme on
peut le voir sur le dessin de cette nouvelle puce représentée sur la figure 2.17.
74 mm
24 mm
8 mm
6 mm
FIGURE 2.17 – Dessin représentant le design et les dimensions de la deuxième génération de puces.
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Les tests ont montré un remplissage facile et sans bulle d’air avec cette géométrie de réservoir.
2.5 Instrumentation et système de mesure
Après avoir exposé le cheminement de conception des différentes versions « macro », et « micro » des
puces à la base du dispositif de mesure de DBO, nous allons compléter la description de la chaîne de
mesure par la partie instrumentale complétant la saisie des mesures fournies par les capteurs.
2.5.1 Instrumentation des capteurs
2.5.1.1 Lecteur optique de l’optode
Un lecteur à fibre optique, fourni par le fabricant, spécialement dédié à la chimie de l’optode permet
de l’interroger très facilement. La fibre optique permet d’amener la lumière vers l’optode pour l’exciter
et de retourner la fluorescence issue de celle-ci vers le lecteur. Un programme informatique permet
de calibrer le lecteur, traiter l’information envoyée par le capteur, afficher et enregistrer les données
traitées (Figure 2.18).
FIGURE 2.18 – Lecteur optique FireSting O2 pour optode.
2.5.1.2 Lecteur optique de la résazurine
La lecture du signal de fluorescence émis par la transformation de la résazurine en résorufine nécessite
un appareillage spécifique. En effet, les lecteurs de fluorescence actuels sont relativement imposants
et couteux. Pour les plus simples et les moins couteux, ils sont composés d’une source de lumière au
Xénon et d’un jeu de filtres en excitation et en émission, associés généralement à un photodétecteur
sensible [Hansatech Instruments, ]. Pour les systèmes les plus perfectionnés, ils sont généralement
capables de mesurer la fluorescence sur une bande spectrale large et font alors appel à un monochro-
mateur, en émission et en excitation, afin de sélectionner précisément la longueur d’onde, et à un
photomultiplicateur [Thermo Scientific, ].
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Dans les deux cas, ces systèmes ne sont pas intégrables dans un autre système. Nous devons alors
concevoir notre propre lecteur de fluorescence. Pour en simplifier la conception, nous allons le
concevoir spécifiquement pour la détection de la résorufine.
Comme on peut le voir en figure 2.19, le schéma fonctionnel du lecteur se compose de sept parties : (1)
le système microfluidique comprenant l’échantillon à analyser, (2) une source de lumière pour exciter
les molécules de résorufine dans l’échantillon, (3) un filtre pour sélectionner la longueur d’onde de la
source de lumière, (4) un filtre d’émission pour sélectionner la longueur d’onde de la fluorescence,
(5) un détecteur de lumière pour mesurer la fluorescence émise par la résorufine, (6) un module de
commande permettant de contrôler le lecteur et (7) une interface utilisateur pour piloter le lecteur.
FIGURE 2.19 – Schéma fonctionnel du lecteur de fluorescence.
Deux choix techniques s’offrent à nous pour mesurer la fluorescence sur plusieurs réservoirs. Nous
pouvons mesurer la fluorescence, soit un réservoir après l’autre avec une seule source de lumière
et un seul détecteur, ce qui nécessite d’utiliser un robot en déplacement XY ; soit une source de
lumière et un détecteur par réservoir. Les deux méthodes ont leurs avantages et inconvénients. Dans
le cas du lecteur unique, la mécanique est plus fragile du fait du déplacement du lecteur, et donc
difficilement transportable, au risque d’amener un jeu sur le robot. Dans le cas d’un lecteur par puits,
mécaniquement le système est plus robuste, mais on multiplie alors la source et le détecteur par le
nombre de réservoirs disponibles, cela peut revenir très onéreux.
Nous avons finalement conçu un lecteur statique, en tenant compte de l’avis de l’ensemble des parte-
naires du projet. Notre travail consiste alors à choisir judicieusement chaque composant, afin qu’ils
aient un très bon rapport performance/prix, car n’oublions pas qu’il s’agit d’un projet de recherche
avec une vision industrielle.
Afin de simplifier la conception du lecteur, nous avons choisi de placer au-dessus de la bio-puce la
source de lumière avec le filtre d’excitation, et en dessous le photodétecteur avec son filtre d’émission
(Figure 2.20).
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FIGURE 2.20 – Schéma de principe du lecteur de fluorescence.
Les technologies actuelles permettent de créer des LEDs de petites dimensions et puissantes. Elles
sont donc tout à fait adaptées à notre application. Tout comme les LEDs, nous pouvons trouver des
photodiodes en silicium très sensibles, certaines sont même pré-amplifiées, ce qui leur confère une
sensibilité accrue.
Les bio-puces comportent plusieurs réservoirs remplis avec des solutions bio-chimiques différentes.
Lors de la mesure de l’un de ces réservoirs, le lecteur ne doit pas mesurer de lumière parasite issue
d’un autre réservoir ou de l’extérieur, chaque réservoir doit être parfaitement étanche optiquement
pendant les campagnes de mesure. La transparence des matériaux de la bio-puce rend cette contrainte
difficile à contourner.
Pour ce qui est de la lumière parasite extérieure, la solution a été de faire réaliser une chambre noire
régulée en température.
Pour les signaux optiques provenant des puits contigus, la solution a été de mettre au point un
protocole de mesure séquentiel consistant à éclairer les puits l’un après l’autre. Nous devons ainsi
réaliser deux modules, l’un comprenant l’ensemble des LEDs et l’autre l’ensemble des photodiodes.
Nous prendrons soin de placer correctement les composants en face de chaque réservoir.
Dans l’espoir de développer rapidement le lecteur, nous avons choisi d’utiliser un module de com-
mande générique, qui sera remplacé, in-fine, par une carte de commande spécifique au système. Ce
type de module peut se commander par USB via un programme. Nous développerons une interface
utilisateur qui sera capable de piloter l’ensemble du système, de fournir les informations mesurées par
le lecteur et de les afficher sur une interface graphique.
2.5.2 Gestion du système et de l’environnement de mesure
Comme nous l’avons décrit dans la première partie de ce chapitre, le système de mesure de DBO
doit être régulé à 30°C. Nous partons du principe que le système sera toujours placé à un endroit
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où la température ne dépassera jamais les 30°C, il n’a donc pas besoin d’être refroidi. Le contrôle
de la température est donc simplifié. En effet, un simple élément chauffant associé à un ventilateur
permet de réguler et d’homogénéiser correctement la température dans la chambre noire. Un capteur
de température est placé au centre de la chambre. Nous devons garder en mémoire que le but final
du projet est de proposer un système portable pour effectuer des mesures sur site. De ce fait, la
gestion de l’énergie est importante. Il faut donc prévoir une chambre noire possédant une bonne
inertie thermique pour éviter à l’élément chauffant de fonctionner en permanence. Une simple paroi
en mousse compacte permet de garder une bonne inertie thermique. D’un point de vue isolement
optique, il n’y a pas de difficulté particulière, un simple caisson en aluminium remplira ces conditions.
Le système sera géré par le même programme informatique que le lecteur de mesure, il pourra ainsi
contrôler chaque électrovanne et chaque pompe du système.
2.6 Conclusion
Ce chapitre a été consacré à la conception d’un système complet de mesure de DBO Bioguard. Nous
avons rappelé le cahier des charges, ainsi que les exigences biologiques et instrumentales. Apres avoir
passé en revue les contraintes et avantages des systemes « macro » et « micro », nous avons proposé
une architecture système et conduit le travail de conception des deux versions ainsi que des capteurs
qui leur sont associés.
Nous avons conçu un système « macro » capable de transporter un échantillon vers quatre réservoirs
et d’y suivre la dynamique de consommation de l’oxygène dissous. Le système a été conçu pour
l’utilisation d’une seule souche bactérienne, injectée en suspension. Les systèmes de régulation
thermique et d’étanchéité ont été conçus pour en faire un outil de travail dénué de toute dérive ou
incompatibilité.
L’architecture du système fluidique « macro » a été conçue en fonction du type d’actionnement utilisé.
Le choix d’un actionnement avec des micro-pompes à solénoïde est un choix permettant d’activer
une conception rapide et simple d’un prototype. Nous avons, ainsi, dans une première étape d’étude,
conçu un système mono-bactérie afin d’étudier la faisabilité du concept et d’avoir une vision plus
réaliste des défis à réaliser en version « micro ».
Le passage vers la conception et l’étude d’une filière technologique a été grandement facilité par les
connaissances acquises, ce qui a donné naissance aux premières bio-puces à optodes. Par la suite,
nous avons intégré plusieurs micro-réservoirs afin de pouvoir multiplier le nombre de conditions
expérimentales par puces. Nous retiendrons de cette conception que la géométrie des réservoirs joue
un rôle important dans l’injection des fluides sans bulle d’air, et que la conception dépend grandement
du type de capteur utilisé. Nous avons finalement réussi à concevoir des bio-puces simples, rapides à
mettre en œuvre et adaptables en fonction du type de capteur utilisé.
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Nous avons, dans le chapitre précédent, conçu deux dispositifs de mesure, l’un « macro » et l’autre
« micro », autour de deux types de capteurs optiques : optode et résazurine. Le premier servira à la
mesure de l’oxygène dissous dans l’échantillon sous test et le second assurera le suivi de l’activité de
biodégradation bactérienne.
Ce chapitre est consacré à la fabrication de ces dispositifs. Nous traiterons, d’abord, de la fabrication
du dispositif « macro » automatique, avec ses réservoirs de mesure et les différents éléments électro-
fluidiques qui le composent. Puis, nous expliquerons le procédé de fabrication des bio-puces en
technologie verre-PDMS. Nous verrons ensuite l’électronique de mesure conçue pour mesurer la
fluorescence induite par la réduction de la résazurine. Finalement, nous donnerons le détail de la
composition des solutions utilisées pour la culture bactérienne et pour la préparation des échantillons.
3.1 L’automate de mesure en milli-volume
Nous allons décrire, dans cette partie, le système développé permettant une gestion automatisée
des fluides, du contrôle de l’environnement de mesure et de la mesure d’oxygène dissout dans des
réservoirs milli-volumique.
3.1.1 Fabrication et assemblage des réservoirs milli-volumiques
L’un des objectifs de cette thèse est de montrer la possibilité de réduire le volume des échantillons sans
qu’il n’y est d’impact sur la mesure et les résultats. Nous avons pour cela fabriqué des réservoirs de
contenance milli-volumique pour avoir une base de comparaison. Nous devons porter une certaine
attention au choix des matériaux utilisés. En effet, des bactéries seront en contact avec ces matériaux,
ils doivent donc être biocompatibles et non-biodégradables. De plus, la mesure de l’oxygène dissous
est réalisée par une optode, cela signifie qu’il y a une interrogation optique de ce capteur à l’aide d’une
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fibre optique. Cela signifie que le matériau choisi doit être transparent et non fluorescent. Nous avons
choisis du plexiglass qui servira à fabriquer les parois des réservoirs, et le Teflon qui servira à réaliser le
fond et le capot des réservoirs. La fabrication des parois ne peut être réalisée dans la masse par usinage
car cela engendrerait une opacité du plexiglass. Elles ont donc été formées par thermo-soudure pour
avoir une bonne transparence des parois.
La complexité de ce système vient de l’assemblage des pièces. En effet, différents éléments sont
assemblés et doivent assurer une étanchéité parfaite entre eux. Des joints ont été placés entre le haut
des parois et le capot, et entre le bas des parois et le socle. L’ensemble est serré à l’aide de tiges filetées
pour comprimer les joints et assurer l’étanchéité avec les différentes pièces. Les entrées et sorties
fluidiques sont percées dans le socle (Figure 3.1(a) (1)). Des connectiques UpChurch ont été utilisées
pour connecter les capillaires venant du gradient de concentration (Figure 3.1(b) (2)) aux réservoirs.
Les capillaires utilisés ont un diamètre intérieur de 800 µm, et un diamètre extérieur de 1,64 mm (1/16
de pouce). Un trou fin a été percé au-dessus de chaque réservoir permettant ainsi à l’air de s’évacuer
lors du remplissage des réservoirs. Les réservoirs ont une contenance de 4 ml.
(a)
2 cm
(1)
(2)
(b)
FIGURE 3.1 – (a) Photographie du système « Macro ». (b) Vue de dessous du système avec le gradient de
concentration (2).
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3.1.2 Intégration du capteur
Les optodes sont collées à l’aide d’une colle silicone transparente sur une face intérieure de chaque
réservoir. Les optodes sont placées environ à mi-hauteur des réservoirs. Des supports percés au
diamètre de la fibre optique sont fixés sur la base du module « macro » au niveau de chaque optode.
Les fibres optiques sont insérées dans leur emplacement jusqu’à toucher la paroi des réservoirs (Figure
3.2).
FIGURE 3.2 – Représentation 3D des optodes (1) collées à l’intérieur des puits et sur lesquelles pointent
les fibres optiques (2).
3.1.3 Intégration de l’électronique de commande et contrôle de l’environnement
Dans la définition du projet, il a été stipulé que le système doit être portable pour répondre à un besoin
ponctuel d’analyse sur site. Après conception du système, nous avons estimé le volume qu’occupent
ses différents éléments. Nous avons alors fait le choix d’intégrer le système dans une mallette.
Un caisson en aluminium a été fabriqué dont les parois intérieures ont été recouvertes de plaque
de mousse compacte en polyester afin d’isoler l’intérieur thermiquement. Tous les éléments qui
composent le système fluidique, les réservoirs et les flacons sont placés à l’intérieur de ce caisson. Tous
les fluides sont alors à température constante, et ainsi évitent de stresser le système biologique. De
plus cela évite d’avoir de multiples connexions fluidiques ou électriques entre l’intérieur et l’extérieur
du caisson.
Le système de régulation thermique choisi est un module JUMO permettant de contrôler un élément
chauffant. Cet élément chauffant est associé à un ventilateur favorisant l’homogénéisation de la
température dans le caisson par un flux d’air. Une sonde PT1000 placée au centre du caisson permet la
mesure de la température.
Comme nous l’avons indiqué dans le chapitre 2, nous allons utiliser une micro-pompe à solénoïde afin
de déplacer les fluides. Connaissant le volume de la micro-chambre, nous pouvons savoir précisément
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le volume injecté en comptant simplement le nombre d’activations de la pompe. Nous souhaitons
une pompe qui puisse délivrer les solutions dans les quatre réservoirs en 2 min, soit un débit de 133
µl/s. Le calcul de la longueur totale des canalisations a permis de déterminer la pression minimale
nécessaire pour déplacer le liquide. Dans le calcul, nous avons négligé la hauteur d’eau car elle est
très faible devant la résistance hydrodynamique des canalisations. Dans ces conditions, nous avons
calculé que la pression à fournir pour déplacer le liquide est de 4,46 mbar. Autrement dit, la moindre
pression peut déplacer le liquide. Pour répondre à ces conditions, nous avons utilisé une micro-pompe
LEE COMPANY – LPLA1251650L. Elle ne permet pas d’atteindre les 133 µl/s, mais avec son volume de
chambre de 50 µl elle nous assure une bonne précision sur les volumes injectés. Elle permet d’injecter
50 µl par impulsions, et fonctionnant au maximum à 2 Hz, elle peut délivrer un débit de 100µl/s [Lee
Company, ].
Les électrovannes utilisées sont des LQX12-3W12FF48-000 de la société PARKER [Parker, ]. Il s’agit
d’électrovannes 3 voies universelles. Cela signifie qu’elles peuvent être utilisées soit en tant que
mélangeur (2 entrées – 1 sortie), soit en tant que distributeur (1 entrée – 2 sorties). Nous avons
également choisi l’option Manifold afin de pouvoir connecter les capillaires aux électrovannes avec les
connectiques UpChurch. Leur volume mort interne est de 32 µl.
Nous souhaitons réaliser un automate capable de déplacer les fluides, réguler la température, effectuer
la mesure et nettoyer le système afin de pouvoir le réutiliser. Pour cela, une carte électronique de
commande avec un microcontrôleur a été réalisée. Nous avons également intégré un pupitre de
commande pour pouvoir piloter manuellement les différents actionneurs. La figure 3.3 présente une
photographie de la mallette, plus précisément de l’intérieur du caisson thermostaté.
FIGURE 3.3 – Photographie de la mallette comportant les différents éléments d’injection de fluides
ainsi que le caisson thermostaté qui doit contenir les bactéries.
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3.2 Des biopuces en technologie Verre-PDMS
Cette partie est destinée à décrire le procédé de fabrication permettant de fabriquer des biopuces en
technologie verre-PDMS. Nous détaillerons, dans les prochains paragraphes, les différentes étapes de
ce procédé.
La biopuce se compose d’une lame de verre pour microscope, de dimensions standards (76 mm ×
26 mm), qui supporte une couche de PDMS de 5 mm d’épaisseur dans laquelle nous avons imprimé,
par moulage, les réservoirs de mesure et les canalisations. Ces canalisations, de dimensions micromé-
triques, impliquent l’utilisation des techniques de fabrication de microélectronique en salle blanche.
Le moule permettant d’imprimer le PDMS est constitué d’une couche de résine SU8 photogravée
sur un support en silicium. Une adaptation du procédé a été mis en place afin d’intégrer un capteur
optique dans la bio-puce.
3.2.1 Description des principales étapes de fabrication d’une biopuce
La fabrication de puces microfluidiques nécessite différentes étapes qui demandent, dans la plupart
des cas, un espace de travail propre et donc requièrent l’utilisation d’une salle blanche. Nous allons
voir, ici, les principales étapes amenant à un dispositif final PDMS-verre.
Le PDMS [Sylgard, ] est un matériau transparent, peu fluorescent et se moule avec une grande précision
(environ 20 nm [Wang and Lu, 2009]). De plus, ses propriétés élastomériques facilitent les connectiques
puisqu’il joue naturellement le rôle de joint.
Pour commencer, nous devons réaliser des masques de photolithographie. Réalisés sur verre ou
polymère, ils dessinent à échelle réelle les motifs que nous souhaitons réaliser. Ces masques serviront
ensuite à structurer une résine photosensible par un procédé de photolithographie : insolation UV
et révélation chimique. Nous avons ainsi réalisé, en SU8 sur silicium, le moule portant l’empreinte
des réservoirs et des canalisations. Le motif est ensuite transféré sur PDMS : le polymère liquide est
coulé sur le moule, après réticulation il est décollé et percé pour accéder aux canaux microfluidique.
Enfin, l’étape ultime du procédé consiste à sceller le microsystème sur la lame de verre pour fermer les
canaux. La figure 3.4 représente les étapes de fabrication d’une puce.
3.2.2 Les masques pour la photolithographie
Il existe deux méthodes pour fabriquer des masques qui vont déterminer la qualité finale du micro-
système. Chaque conception de microsystème commence par un dessin sur ordinateur des canaux à
échelle réelle (Illustrator, Cle-Win).
La plus rapide (quelques heures de réalisation) et la moins coûteuse (<10€) est une impression à l’encre
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FIGURE 3.4 – Principales étapes de fabrication des puces
noire de ce dessin sur un film transparent à l’aide d’une imprimante à haute définition (>3600dpi,
technique d’impression par "flashage"). Avec une telle méthode, il peut être délicat de descendre à des
largeurs de canaux inférieurs à 20 µm et les parois ne sont pas complètement perpendiculaires par
rapport au substrat.
Avec un masque en chrome, la définition est grandement améliorée, les parois sont pratiquement
perpendiculaires mais le coût ( 300€) et les délais de fabrication (2-3 semaines) deviennent conséquents
[Deng et al., 2000, Qin et al., 1996].
Ainsi, au vu des dimensions de nos réservoirs et canalisations calculées en chapitre 2, l’utilisation
des masques sur film transparent s’est révélée être le choix le plus judicieux en termes de rapport
qualité/prix et de rapidité de fabrication. La photographie de la figure 3.5 en montre un exemple
comportant 16 biopuces avec leurs canalisations.
FIGURE 3.5 – Photographie d’un masque sur film transparent comportant les dessins des structures à
réaliser en SU8.
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3.2.3 Structuration de la SU8 par photolithographie
La photolithographie est une technique standard, très utilisée, de structuration de la matière issue
de la micro-électronique. Elle consiste à reporter des motifs sur une résine photosensible déposée
sur un substrat (généralement en silicium ou en verre), via un masque. Un procédé complet de
photolithographie comprend une préparation du substrat, l’enduction de la résine photosensible, un
recuit, l’insolation à travers un masque, un recuit post-insolation et enfin le développement chimique
(ou révélation).
3.2.3.1 Préparation du substrat
La première étape du procédé de fabrication consiste à nettoyer le substrat de toute pollution chimique
ou organique pour que la résine puisse adhérer correctement à sa surface. Un mélange Piranha (acide
sulfurique H2SO4 – eau oxygénée H2O2 (50/50 v/v)) permet d’enlever tout contaminant organique
présent sur le substrat. Le substrat est ensuite plongé dans un bain HF, acide fluorhydrique, afin de
retirer la fine couche d’oxyde qui se sera formée.
3.2.3.2 Dépôt de la résine photosensible
La résine est généralement déposée sur un wafer par spin-coating. Cette étape consiste à centrifuger
un volume de résine déposé sur un wafer ce qui permet de l’étaler sur ce dernier. L’épaisseur de
la résine déposée dépend de ses caractéristiques, notamment de sa viscosité, et des paramètres de
rotation : vitesse, accélération et temps de rotation. Un protocole bien adapté permet ainsi d’obtenir
des épaisseurs calibrées et reproductibles. Typiquement, dans le cas de la résine SU8, il est possible de
déposer jusqu’à 200 µm d’épaisseur. Certains travaux ont montré la possibilité d’obtenir des épaisseurs
bien plus importantes, 1.2mm [Lorenz et al., 1998], 1.5mm [Lin et al., 2002], ou même 2mm pour
un nouveau type de SU8 renommée en SUEX [Rashidian et al., 2013]. Lors de la centrifugation, une
certaine quantité de résine est éjectée du wafer dû aux forces inertielles. Pour la fabrication de couche
de forte épaisseur (>200 µm), des enductions successives sont réalisées afin d’arriver à l’épaisseur
souhaitée et uniformément déposée. A chaque enduction, il y a une perte de la résine, la méthode est
en soit efficace mais peu économique.
Le wafer peut également être enduit par dépôt gravitaire. Cette technique consiste à déposer la quantité
de résine juste nécessaire pour obtenir l’épaisseur souhaitée et la laisser s’étaler d’elle-même. Le fait
de laisser le wafer enduit de résine à basse température ( 50°C) pendant quelques minutes avant le
recuit permet de fluidifier la résine et ainsi faciliter son étalement. Par cette technique nous obtenons
une épaisseur bien contrôlée et sans perte de résine.
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3.2.3.3 Premier recuit (soft-bake)
Immédiatement après le dépôt de la résine, le wafer est chauffé pendant un temps dépendant de
l’épaisseur déposée afin de faire évaporer le solvant contenue dans la résine et avoir une couche solide.
Afin de minimiser les contraintes mécaniques, le wafer est chauffé suivant une rampe de température
(Figure 3.6). Lors des dépôts multicouches, un soft-bake est réalisé après chaque dépôt. Dans le cas
d’un dépôt gravitaire, il n’y a qu’un seul soft-bake, mais plus long.
T (°C)
95 °C
65 °C
25 °C
Temps
10°C/min 5°C/min
FIGURE 3.6 – Exemple d’un programme de Soft-bake
3.2.3.4 Insolation de la résine
La résine est ensuite insolée par une source UV à travers un masque. La dose d’UV permet d’initier la
réticulation de la résine. Le temps d’insolation dépend de l’épaisseur de la résine et de l’équipement
utilisé. L’insolation se fait à une longueur d’onde de 365 nm.
3.2.3.5 Post-exposure bake
La résine est à nouveau recuite. Cette étape, appelée post-exposure bake (PEB), a pour effet d’accélérer
la réticulation de la résine. Tout comme le soft bake, le PEB suit une rampe de température, pour
permettre à la résine de s’adapter progressivement, à l’échelle moléculaire, aux contraintes induites
par le changement de température.
3.2.3.6 Développement
Une fois la résine insolée, elle est révélée à l’aide d’un photo-développeur qui permet d’enlever la
partie non durcie durant l’insolation et le PEB. Plus les structures sont fines et hautes, plus il faut du
temps. Un rinçage à l’isopropanol permet de stopper le processus de développement et de vérifier la
présence de résine résiduelle par des traînées blanches.
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FIGURE 3.7 – Résumé des étapes de structuration d’une résine négative
3.2.4 Fabrication des dispositifs en PDMS d’épaisseur contrôlée
Une exigence de la mesure de fluorescence, que ce soit pour les optodes ou la résorufine, est que le
matériau soit optiquement transparent et faiblement fluorescent. Cela implique de réaliser des puces
dont l’épaisseur est constante afin de limiter le risque de dispersion de la mesure, causée par une
variation de son épaisseur. Nous allons nous intéresser dans un premier temps au protocole opératoire
de la préparation du PDMS, puis nous verrons comment nous avons obtenu des dispositifs ayant une
épaisseur définie.
Avant de préparer le PDMS, le moule en SU8 doit être rendu hydrophobe par une étape de silanisation.
C’est à dire que sa surface est fonctionnalisée à l’aide d’un silane afin de la rendre antiadhésif. Le
but de cette étape est d’éviter que le PDMS ne se lie au moule en silicium-SU8 lors de l’étape de
cuisson. Pour la fabrication de nos puces, nous avons utilisé de l’OTS (OctaDecylTrichloroSilane)
pour fonctionnaliser les surfaces du moule. Le procédé consiste à plonger le wafer dans une solution
de Xylène contenant de l’OTS sous une atmosphère d’azote afin d’éviter la polymérisation du silane
pendant 5 min. Le wafer est ensuite rincé dans trois bain de solvant successifs, d’abord dans du xylène,
puis de l’acétone et enfin dans l’éthanol. Le wafer est laissé 3 minutes dans chaque bain. Un passage
du wafer sous un filet d’eau permet de vérifier si la silanisation a fonctionnée. Enfin, le wafer est séché
par un flux d’azote. Le PDMS est ensuite préparé en mélangeant le monomère et l’agent réticulant
avec un ratio de 10 :1 en masse (pour 40 gr. de monomère de PDMS, il faut 4 gr. d’agent réticulant).
Une fois le mélange effectué, il est mis sous vide afin de le faire dégazer pour éviter la formation de
bulles d’air lors du processus de fabrication.
Afin de maintenir une épaisseur constante des puces, nous avons réalisé un support en aluminium
dans lequel nous avons coulé le PDMS (Figure 3.8). Ce support est composé de trois pièces : une pièce
centrale qui définit l’épaisseur finale du dispositif PDMS (5 mm), d’un côté une pièce contre laquelle le
moule en SU8 est pris en étau contre la pièce centrale, et de l’autre côté un wafer en verre de 1 mm est
pris en étau entre la pièce centrale et une pièce dont le centre est dégagé afin de visualiser le PDMS que
l’on coule. Avant de couler le PDMS, le wafer en verre est également traité à l’OTS. Enfin, l’ensemble
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est mis au four, à 80°C pendant 1h30, afin de permettre au PDMS de réticuler.
FIGURE 3.8 – Support aluminium permettant de mouler le PDMS sur les structures en SU8.
3.2.5 L’étape d’assemblage des puces
Cette dernière étape consiste à fermer les canaux réalisés sur un wafer ou sur tout autre support. Le
choix des matériaux, du capot et celui empreint des canaux, fixe la technique de scellement à utiliser.
3.2.5.1 Intégration de l’optode et assemblage
Comme nous l’avons expliqué dans la partie conception, afin de faciliter l’intégration de l’optode dans
la puce, nous l’avons fixée sur le capot de la puce. Nous avons utilisé du verre pour former le capot
pour plusieurs raisons, pour sa rigidité, sa transparence et sa compatibilité avec les techniques de
photolithographie classiques.
Le procédé permettant de réaliser les capots en verre où sont encastrées les optodes est identique à
celui utilisé pour la fabrication des moules en SU8. Un wafer de verre de 1 mm est nettoyé par piranha
puis fonctionnalisé par un plasma O2. Une couche de SU8 de 200 µm est déposée par spincoating, puis
photolithographiée afin de réaliser les connexions fluidiques et l’emplacement pour l’optode. Puis
un film sec est laminé sur les deux faces du wafer, ces couches vont permettre de protéger la résine
durant le perçage du verre. Cette dernière opération se fera à l’aide d’une sableuse afin de réaliser les
trous servant aux connexions fluidiques. Le wafer est ensuite nettoyé par bain successif dans l’acétone,
l’éthanol et dans l’eau déionisée. L’optode est ensuite collée sur le wafer à l’aide d’une colle silicone.
L’ensemble des étapes est résumé sur la figure 3.9.
Les photographies de la Figure 3.10 montrent respectivement (a) le capot muni de l’optode et (b) la
partie basse contenant un réservoir et les canaux fluidiques.
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FIGURE 3.9 – Etapes de fabrication de la partie ’capot’ des bioMEMS
5 mm
(a)
5 mm
(b)
FIGURE 3.10 – Photographies du capot (a) et de la structure fluidique en PDMS (b)
Le bioMEMS complet sera obtenu par l’assemblage des deux parties. Sachant que l’optode est un
composant non compatible avec les techniques de collage classique, notamment avec le plasmaO2 car
l’optode contient une molécule sensible à l’oxygène, un plasmaO2 pourrait alors détériorer l’optode.
Nous avons donc décidé d’utiliser les propriétés élastomériques du PDMS pour réaliser l’étanchéité
de nos canalisations. En effet, nous allons placer la structure en PDMS entre deux lames de verre que
nous pressons afin de déformer le PDMS. La deuxième lame de verre permet une meilleure répartition
sur l’ensemble de la puce microfluidique (Figure 3.11). Cette méthode permet, en plus, d’avoir un
assemblage démontable et facile à mettre en œuvre.
capot avec l'optode
structure fluidique
en PDMS
lame de verre nue
(a)
5 mm
(b)
FIGURE 3.11 – (a) Schéma de la puce assemblée, (b) photographie de la puce
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Pour réaliser cet assemblage, il a été nécessaire de réaliser un support permettant de presser le PDMS,
d’assurer les connexions fluidiques, la mesure de l’optode par une fibre optique et l’observation de
la puce à l’aide d’un microscope. Le premier élément conçu est le bâti, il permet de positionner
les différents éléments de la puce, et de réaliser sa visualisation à l’aide d’une ouverture (Figure
3.12(a)). Les deux ailettes sur le côté sont prévues pour fixer des éléments chauffants et ainsi réguler la
température du support. Une deuxième pièce est montée sur le bâti afin de permettre l’étanchéité des
puces par compression du PDMS (Figure 3.12(b)). Cette puce intègre également deux joints toriques et
des pas de vis permettant l’utilisation des connexions Up-Church et ainsi de connecter facilement le
système au contrôleur des écoulements. Le trou central rend possible le passage de la fibre optique
nécessaire à la mesure de la concentration d’oxygène par l’optode. Des photographies et des schémas
décrivant l’assemblage du système sont montrés en figure 3.13.
(a)
10 mm
(b)
FIGURE 3.12 – Photographies du bâti (a) et du haut du support (b) permettant de maintenir la puce
10 mm
(a)
10 mm
(b)
(c)
(d)
FIGURE 3.13 – Photographie d’une puce placée dans le support (), assemblage du système avec les
connexions fluidiques (a), schéma montrant une vue en coupe (b) et une vue éclatée (c) du système.
72
3.2. Des biopuces en technologie Verre-PDMS
3.2.5.2 Cas de la résazurine
Comme nous l’avons vu dans le chapitre 2, nous avons utilisé les spécificités de la résazurine pour en
faire un indicateur, en lieu et place des optodes, de la consommation d’oxygène par les bactéries. Les
molécules peuvent se présenter sous la forme de poudre ou bien en solution. Nous avons opté pour la
résazurine en solution, ce qui simplifie grandement le dispositif par rapport à l’usage d’une optode. En
effet, nous n’avons ainsi pas besoin d’encastrer ce capteur dans le capot. Cela rend donc le scellement
beaucoup plus simple. Nous avons alors opté pour un scellement irréversible du PDMS sur la lame de
verre de microscopie (76x26 mm², épaisseur 1 mm).
Le PDMS une fois réticulé dans le support en aluminium (section 3.2.4) est démoulé. Les dispositifs
sont ensuite découpés et les connexions fluidiques sont réalisées par perçage à l’emporte-pièce. Un
nettoyage des surfaces des lames de verre et des dispositifs PDMS est réalisé dans un bain d’isopropa-
nol, sous ultrasons, pendant 5 min. Les pièces sont ensuite séchées avec un flux d’azote puis mises à
déshydrater dans une étuve à 80°C pendant 20 min. Les surfaces des différentes pièces sont ensuite
exposées à un plasma O2 (200 W, 30 s, débit d’O2 1000 ml/min). Cette exposition permet la création de
fonctions Si-OH à la surface du verre et du PDMS. L’utilisation d’un plasma oxygène de paillasse (60W, 2
min, pression d’O2 0,5 mbar) est également possible. La mise en contact des surfaces fonctionnalisées,
suivie d’un passage à l’étuve pendant 20 min à 80°C, conduit à la création d’un collage irréversible via
la formation des liaisons Si-O-Si [McDonald et al., 2000]. La figure 3.14, ci-après, résume les étapes de
fabrication.
Wafer néttoyé
Photolithographie SU8
Moulage du PDMS puis cuisson
Démoulage et perçage du PDMS
Scellement des puces
Silanisation OTS
FIGURE 3.14 – Les étapes de fabrication des puces en PDMS
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3.3 Réalisation d’un banc expérimental pour la mesure de fluorescence
de la résorufine
Dans cette partie, nous allons décrire le banc expérimental que nous avons développé pour le suivi
du processus de transformation de résazurine en résorufine par la présence de matière organique
dans l’eau. Nous verrons dans un premier temps, comment nous avons intégré les puces au sein
d’un système de lecture optique développé dans l’objectif d’exciter les molécules de résorufine et de
mesurer la fluorescence émise. Puis nous donnerons quelques indications sur les interfaces fluidiques
envisageables, et celle que nous avons adoptée pour nos expérimentations. Enfin nous expliquerons
succinctement le programme informatique mis au point par nos soins pour piloter le système et
mesurer la fluorescence de la résorufine.
3.3.1 Le système de lecture optique
Nous l’avons vu dans le chapitre 2, nous souhaitons réaliser un système de mesure peu couteux. Pour
cela, des diodes électroluminescentes (LED) seront utilisées pour exciter les molécules de résorufine.
Des photodiodes mesureront la fluorescence émise par la résorufine. Sachant que les pics d’excitation
et d’émission de la résorufine sont relativement proches, un jeu de filtres en excitation (LEDs) et en
émission (photodiode) est donc nécessaire. Ces filtres sont donc nécessaires pour éviter de saturer le
détecteur avec la source lumineuse, mais également pour rejeter la lumière ambiante.
Classiquement, dans les systèmes de lecture nécessitant à la fois une excitation et une lecture, la source
et le capteur sont placés côte-à-côte avec la cible au-dessus (par exemple : les lecteurs microplaques).
Bien que cette architecture a l’avantage d’avoir la source et le capteur au plus proche de la cible,
nous pouvons y trouver certains inconvénients. Par exemple, le système doit être parfaitement isolé
optiquement entre la source et le détecteur. Ce qui rend l’intégration des composants, dans le système,
complexe.
Dans notre système de lecture, nous avons choisi de mettre la source et le détecteur face à face, avec la
cible (la puce) entre les deux. Un jeu de filtres placés à la fois sur la source et sur la détection permet de
filtrer la lumière reçue par le détecteur à la longueur d’onde souhaitée. De plus, une conception en
sandwich simplifie grandement l’architecture du système.
Deux cartes ont été réalisées, l’une sur laquelle les LEDs ont été montées, que l’on nommera module
LED, et l’autre recevant les photodiodes, dénommée module photodiode. Nous décrirons dans le
paragraphe suivant le choix des LEDs et des photodiodes ainsi que leurs caractéristiques.
La figure 3.15 montre une vue éclatée en trois dimensions du système réalisé. (I) module LEDs, (II)
filtres optiques pour les LEDs, (III) support des filtres optiques pour les LEDs, (IV) puces micro-
fluidiques, (V) filtres optiques pour les photodiodes, (VI) support mécanique servant à maintenir
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l’ensemble et à recevoir les filtres, (VII) module photodiodes.
(I)
(II)
(III)
(IV)
(V)
(VI)
(VII)
FIGURE 3.15 – Vue éclatée en 3D du système de mesure de la fluorescence
Les différentes parties du système effectivement réalisé sont exposées en figure 3.16. Sur la photogra-
phie (a) sont présentés deux modules photodiodes, avec sur la gauche de la photographie les limandes
qui permettent de les connecter aux modules LED (b). La photographie (b) présente les deux faces du
module LED, à gauche face composant vers le haut et à droite face LED vers le bas. Nous distinguons
les trous de passage des connections fluidiques. Enfin, sur la photographie (c) le montage complet
est exposé. Les modules photodiodes sont montés sous le support mécanique (à droite sur la photo),
avec sur une moitié du support des filtres d’émission placés au-dessus des photodiodes. Sur la partie
gauche, nous apercevons les modules LEDs connectés aux modules photodiodes. Sur la partie basse,
les filtres d’excitation sont présentés sur leur support.
3.3.2 Sélection et caractérisation des composants
Les fluorophores sont des substances chimiques capables d’émettre de la lumière de fluorescence
après excitation optique. Les fluorophores, en absorbance, sont sensibles à la lumière sur une gamme
de longueur d’onde, celle-ci peut varier en fonction du fluorophore. Ils ont tous, cependant, une
absorption maximale à une certaine longueur d’onde. Tout comme pour l’absorbance, le fluorophore
émet une lumière de fluorescence sur une gamme de longueur, et possède également un pic de
fluorescence à une certaine longueur d’onde qui est généralement très proche du pic d’absorbance.
Pour la résorufine, les pics d’absorbance et d’émission sont respectivement de 571 nm et 584 nm.
Comme on peut le voir sur les graphes de la figure 3.17, le choix des différents composants d’émis-
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(a)
(b)
(c)
FIGURE 3.16 – Photographies des différents éléments du système d’excitation/lecture optique : deux
modules photodiodes (a), de deux modules LED (b) et l’assemblage complet du lecteur de fluorescence
(c) avec en bas a gauche le support des filtres d’excitation et sur le support mécanique les filtres
d’émission.
sion/lecture optiques (LEDs, photodiodes et filtres) sera difficile. En effet, les spectres de la source de
lumière et du détecteur ne doivent pas se recouvrir.
Après plusieurs essais, nous avons choisi des LEDs OSRAM LTN91E [OSRAM, ], dont le pic d’intensité
est à 530 nm. Concernant le détecteur, un grand nombre de photodiodes plus ou moins sensibles
existent. Les photodiodes en silicium ont un spectre de sensibilité étendu dans le visible et permettent
donc de mesurer dans la gamme de la résorufine. Notre choix s’est porté sur la photodiode OPT301
[Texas Instrument, ] de la société Texas Instruments. Elle intègre une pré-amplification, ce qui lui
permet d’atteindre une sensibilité de 0,47 V/µW à 650 nm.
Par ailleurs, l’utilisation de filtres permet de ne laisser passer que les longueurs d’ondes d’intérêts,
émises par les LEDs ou reçues par les photodiodes. Au vu de la proximité des deux pics de la résorufine,
les filtres doivent avoir une fréquence de coupure très raide afin qu’il n’y est pas de recouvrement
des deux spectres. Des filtres de microscopie ont été utilisés pour leur grande transmittance et leur
sélectivité des longueurs d’ondes. Nous avons utilisé le filtre FF01-542 en excitation et le filtre BLP01-
568R en émission (Semrock). A des fins de comparaison/sélection, nous avons également reporté sur
la figure 3.17 les spectres d’absorbance (courbe rouge) et d’émission (courbe verte) de la résorufine
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FIGURE 3.17 – Graphes représentant respectivement les spectres d’absorbance et d’émission de la
résorufine ainsi que les fenêtres de transmittance des filtres en excitation et en émission. Données
tirées de la documentation fournie par les fabricants
ainsi que la bande passante théorique des filtres en excitation (courbe bleu foncé) et en émission
(courbe bleu clair).
Les fabricants de composants, que ce soit pour de l’optique ou de l’électronique, fournissent les
caractéristiques techniques de ceux-ci, cependant ils n’indiquent pas dans quelles conditions ils
effectuent les mesures. Ceci est d’autant plus vrai pour des composants optiques tels que des LEDs,
des photodiodes, et surtout des filtres optiques.
Nous avons donc caractérisé chaque composant optique dans le spectre visible à l’aide d’un banc de
mesure optique afin de connaître précisément leurs caractéristiques. Le banc se compose d’une source
de lumière à lampe au Xénon avec un monochromateur pour sélectionner la longueur d’onde, d’une
série de miroir et de lentilles convergentes afin de paralléliser le faisceau. Le faisceau entre ensuite
dans un monochromateur pour sélectionner la longueur d’onde et est ensuite mesuré par le détecteur
en sortie du monochromateur.
Pour caractériser les LEDs, nous avons simplement remplacé la source de lumière à lampe au Xénon
par nos LEDs (Figure (a)). La caractérisation des photodiodes a nécessité l’autre partie du banc.
C’est-à-dire, de la source de lumière avec le monochromateur, les miroirs et lentilles permettant
de focaliser le faisceau sur la photodiode placée en aval (Figure (b)). Nous avons relevé la tension
délivrée par la photodiode à l’aide d’un voltmètre pour différentes longueurs d’onde sélectionnée par
le monochromateur. Enfin, la caractérisation des filtres a nécessité l’ensemble du banc de mesure. Les
filtres ont été placés sur le trajet du faisceau lumineux entre les lentilles convergentes et l’entrée du
monochromateur de mesure (Figure (c)).
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Réseau
Monochromateur
Lentille convergente
Lentille convergente
Chopper
Détecteur
Entrée
LEDs
Miroir
(a)
Lumière
Blanche Monochromateur
Lentille convergente
Lentille convergente
Photodiode
V
(b)
Lumière
Blanche
Lentille convergente
Lentille convergente
Réseau
Monochromateur
Chopper
Détecteur
Entrée
Miroir
Filtre
(c)
FIGURE 3.18 – Schéma du banc optique pour la caractérisation des LEDs (a), des photodiodes (b) et
des filtres (c).
Après traitement des données relevées par le banc optique, nous nous sommes aperçus qu’il y avait un
décalage des caractéristiques fournies par le constructeur (Figure 3.17) et nos propres mesures (Figure
3.19).
Les résultats montrent que la transmittance dans la bande passante reste très satisfaisante, 91,5 %
mesurée contre 99 % donnée par le constructeur. La bande passante à mi-hauteur est également
correcte, 58,3 nm mesurée contre 56,8 théorique. Cependant les fronts de coupures ne sont pas aussi
raides que spécifié par le constructeur. Ceci engendre un chevauchement des bandes passantes des
filtres autour de 573 nm. A cette longueur d’onde là, la lumière émise par les LEDs traverse les deux
filtres et est mesurée par la photodiode.
Nous avons également caractérisé les LEDs et les photodiodes dans le spectre visible, en termes
d’intensité relative de lumière en fonction des longueurs d’onde. Les résultats sont regroupés en figure
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FIGURE 3.19 – Spectre d’absorbance et d’émission de la résorufine, transmittance réelle des filtres en
excitation et en émission mesurée par un banc optique. Les mesures ont été effectuées sur le banc
expérimental décrit ci-dessus.
3.20. Les courbes d’intensité relative montrent, entre autres, que les photodiodes recueillent plus de
90% des signaux émis par la résorufine à 584 nm mais également d’autres signaux qui pourraient
parasiter les mesures.
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FIGURE 3.20 – Spectre d’émission des LEDs et spectre détecté par les photodiodes.
En interposant des filtres d’excitation et d’émission, nous observons, en figure 3.21, que les courbes
d’intensité relative émises par les LEDs et observées en sortie du filtre d’excitation, ainsi que celles
détectées par les photodiodes après filtration sont plus sélectives et centrées sur les longueurs d’onde
qui nous intéressent.
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FIGURE 3.21 – Spectre émis par les LEDs après filtration et spectre détecté par les photodiodes après
filtration.
3.3.3 Connexions fluidiques
Contrairement aux puces intégrant une optode, les connexions fluidiques sont réalisées au travers du
PDMS pour des raisons de simplification du procédé de fabrication. La déformabilité du PDMS nous a
permis d’insérer en force un tube dans un trou de diamètre adéquat, cela suffit à assurer l’étanchéité de
la connexion pour des pressions de l’ordre de quelques bars. L’utilisation d’un emporte-pièce permet
de réaliser des trous adaptés à nos tubes. La procédure de perçage est simple, l’emporte-pièce est
enfoncé dans le PDMS à l’endroit prévu pour la connexion, la carotte de PDMS est alors éjectée, puis
l’emporte-pièce est retiré. Des tubes capillaires de diamètre extérieur de 1,61 mm peuvent être utilisés
pour la connexion fluidique entre la puce et le système fluidique.
Dans le cadre de nos expérimentations sur la résazurine, le système fluidique employé précédemment
avec les puces intégrant une optode n’a pas été utilisé. Nous avons alors utilisé, simplement des cônes
de pipettes de 1 ml que nous avons plantés dans les entrées et sorties du PDMS pour faire office de
réservoir. La capillarité suffit au déplacement des fluides du réservoir vers la puce microfluidique.
Dans un cas comme dans l’autre, un emporte-pièce de diamètre 1,2 mm permet de réaliser des trous
étanchent avec les deux types de connexions.
3.3.4 Électronique et programme de commande
Chaque réservoir de la puce est éclairé par deux LEDs. Une LED émet un flux lumineux proportionnel
au courant qui la traverse. De ce fait, la moindre variation de courant entraîne une variation de la
lumière émise et par réactions successives, une variation de fluorescence de la résorufine. Le circuit de
commande des LEDs a donc été conçu avec une régulation de courant (Figure (a)), assurant ainsi la
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stabilité du courant traversant les LEDs. Une tension de consigne permet de fixer la valeur du courant
de toutes les LEDs entre 0 et 25 mA. Une commande logique (0 ou 1) permet l’activation ou non de
chaque couple de LEDs (Figure (b)).
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FIGURE 3.22 – Module de LED, référence de courant (a), circuit de commande des LEDs (b).
La partie détection se compose d’une photodiode par réservoir (Figure 3.23). Elles intègrent chacune
une pré-amplification dont le gain, et par conséquence la bande passante, peut être modifiée en
fonction des résistances montées dans la boucle d’amplification. La bande passante est de 4 kHz pour
un gain de 1000.
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FIGURE 3.23 – Schéma électrique du circuit de détection du signal optique provenant d’une photodiode.
Tous les éléments cités ci-dessus ont été assemblés pour constituer le prototype piloté par un mo-
dule de commande. Nous avons sélectionné un module d’acquisition de signaux (DAQ) de National
Instrument commandé par USB.
Le choix s’est porté sur le Ni-USB 6212, qui comporte 32 entrées/sorties digitales, 16 entrées analo-
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giques 16 bits et 2 sorties analogiques 16 bits et opèrant à une fréquence maximale de mesure de 250
kHz. Les sorties analogiques sont utilisées pour commander la valeur du courant dans les LEDs, les
entrées analogiques mesurent la tension en sortie des photodiodes et les sorties digitales commandent
l’allumage des LEDs.
Un logiciel de commande a été développé en langage C sous Labwindows CVI pour piloter le module. Il
permet d’effectuer les commandes de base et de lancer des acquisitions automatiques sur de grandes
durées. Le logiciel permet de définir le nombre de réservoirs utilisés et donc le nombre de LEDs à
activer. Le courant traversant les LEDs peut être définit à une valeur comprise entre 0 et 25 mA. Ce
logiciel permet, également, de définir les paramètres de travail, tels que la durée d’acquisition, la
périodicité des mesures et la durée totale des mesures.
Chaque mesure effectuée est une moyenne de 100 acquisitions étalées sur la durée d’acquisition.
Typiquement, pour une période de 100 ms, la fréquence d’échantillonnage est de 1 kHz mais qui peut
être ajustée en fonction de la durée d’acquisition voulue.
Lors des premiers essais, nous avons remarqué que le système nécessite un temps de stabilisation du
signal mesuré par la photodiode à partir du moment où les LEDs illuminent le réservoir. En fonction
des premiers résultats, nous avons estimé qu’il fallait environ 100 ms, que nous avons alors intégré au
logiciel. Par ailleurs, le logiciel permet le suivi des mesures au cours du temps pour chaque réservoir,
ainsi que les 100 acquisitions de la dernière mesure effectuée, via une interface graphique dont un
exemple est montré en figure 3.24.
FIGURE 3.24 – Capture d’écran du logiciel de commande et d’acquisition développé en LabWindows
CVI.
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3.4 Les technologies de la biologie : de la culture à l’expérimentation
3.4.1 Les milieux biologiques
En rappelant que l’objectif de notre travail de thèse réside en la mesure de la DBO à travers le suivi de
la consommation d’oxygène par des bactéries, nous allons présenter les deux milieux biologiques que
nous avons utilisés pour d’une part maîtriser leur culture et d’autre part pour effectuer nos expériences.
3.4.1.1 Le milieu de culture LB
Les bactéries ont besoin de certains nutriments pour se développer et se multiplier. L’un des milieux
le plus couramment utilisé est le milieu LB. Il s’agit d’un milieu de culture nutritif dont la formule a
été publiée dans un article en 1951 [Bertani, 1951] servant à la culture bactérienne, et est devenu un
standard dans l’industrie pour la culture des Escherichia Coli. Le milieu LB est couramment appelé
milieu Luria-Bertani, du nom des deux biologistes l’ayant mis au point. Cette dénomination a été
réfutée en 2004 par Bertani lui-même dans son dernier article [Bertani, 2004]. Il indique qu’initialement,
l’acronyme LB signifie Lysogeny Broth, c’est-à-dire bouillon de culture pour l’étude de la lysogénie.
Ce milieu est composé de Tryptone, d’extrait de levure et de sel NaCl. Différentes formulations ont
vu le jour depuis la création de ce milieu. Pour notre part, nous avons utilisé la formulation Luria
dont la composition, pour 1L d’eau déminéralisée, est : 10g de tryptone, 10g d’extrait de levure, 5g
de NaCl. Le LB peut également se faire en gélose, pour la culture sur boite de Pétri, auquel cas, à
la formule ci-dessus, 15gr d’Agar-Agar est ajouté. Les LB liquide et en gélose ont été achetés sous
forme de poudre chez Fisher Scientific (ref. 12156620 pour la formulation liquide, ref. 4914C pour la
formulation gélosée).
3.4.1.2 Le milieu minimum M9
L’établissement d’un modèle précis nécessite un contrôle quasi parfait de tous les paramètres de
l’expérience, ceci passe également par une connaissance parfaite du milieu utilisé pour l’expérience.
Le contrôle total du milieu impose généralement des milieux pauvres (milieu minimum), dont le plus
fréquent est le M9. Ce milieu comporte les éléments chimiques strictement nécessaires à la croissance
bactérienne. Il se compose de différents sels ; sulfate de magnésium heptahydrate (MgSO4.7H2O),
chlorure de calcium (CaCl2), phosphate de sodium dibasique (Na2HPO4), dihydrogénophosphate de
potassium (KH2PO4), chlorure d’ammonium (NH4Cl), chlorure de sodium (NaCl) et d’une source
de carbone (glucose). Le glucose n’a pas été rajouté à la solution M9 finale, afin de pouvoir modifier
facilement la concentration en glucose de l’échantillon de test.
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3.4.2 Estimation de la population bactérienne
Il existe de nombreuses méthodes permettant d’estimer une population de bactéries, soit en milieu
solide, soit en milieu liquide. La plus simple, et certainement la plus utilisée, est l’estimation de la
population via la mesure de la densité optique (DO). Cette méthode utilise la Loi de Beer-Lambert.
Elle lie l’absorption de la lumière traversant le milieu avec la concentration en bactéries.
Plus la concentration en bactéries est importante plus le milieu est trouble et donc plus la lumière est
absorbée. L’absorbance, pour une longueur d’onde du faisceau incident, sera donc liée à la concentra-
tion C en bactéries par :
Aλ =− log
(
I
I0
)
= ²λlC (3.1)
Avec A l’absorbance (ou densité optique) à la longueur d’onde λ, I0 l’intensité de la lumière incidente,
I l’intensité de la lumière sortante, ² le coefficient d’extinction molaire, l la longueur du trajet optique
et C la concentration molaire de la solution.
Bien que cette technique soit empirique, elle permet d’avoir une bonne estimation de la population
en ayant préalablement établi une courbe d’étalonnage donnant la concentration en bactéries en
fonction de la densité optique. Pour cela, nous avons utilisé une technique de dénombrement sur
milieu gélosé. Nous avons réalisé une culture d’E. Coli, nous avons ensuite réalisé un gradient de
dilution logarithmique afin d’avoir plusieurs échantillons à des concentrations différentes. Autant
de boites de Pétri que d’échantillons ont été ensemencées puis mis en incubation pendant 24h. En
partant du principe que chaque colonie ne provient que d’un seul germe, la formule suivante permet
de connaître la concentration bactérienne pour une DO donnée.
N =
n
d
(3.2)
Avec N la concentration bactérienne en nombre de bactérie/ml, n le nombre de colonies dénombrées
et d le facteur de dilution.
Pour une DO de 0,23 nous obtenons une concentration d’environ 9,2.107 bactéries/ml.
3.4.3 Protocole de préparation des bactéries
Le protocole de préparation des bactéries, que nous allons utiliser pour nos expériences, débute par
une étape de conservation jusqu’à la préparation des échantillons à analyser.
La solution finale doit contenir 80% de suspension bactérienne, 10% de sources de carbone sous
forme de glucose et 10% de résazurine. Les sources de carbone sont préparées séparément à partir
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d’une solution mère de glucose filtrée à 0,22 µm et diluées avec de l’eau DI stérile. En sachant que la
concentration en glucose finale est de 10% de la solution totale, nous devons préparer une source de
carbone 10 fois concentrée par rapport à la concentration finale souhaitée. L’équipe de biologistes
du CBAC a défini une concentration bactérienne idéale dans l’échantillon de 1.108 bactérie/ml. Elle
correspond à une DO de 0,22 avec notre spectromètre.
Toutes nos expériences ont été menées avec une souche E. Coli que nous avons récupérée sous forme
congelée, et constitue notre réserve. Nous avons dans un premier temps réalisé une pré-culture. Les
bactéries congelées ont été mises en suspension dans un tube à essai contenant du milieu LB liquide
et placées dans un incubateur agitant à 30°C durant une nuit. Au matin, la DO de la pré-culture est
mesurée, et une culture est lancée à partir d’une DO de 0,05, la culture est placée sous incubation et
agitation à 30°C pendant 2h. En parallèle, nous avons préparé une solution bactérienne, à partir de la
pré-culture, à une DO de 0,1 dans du LB afin d’ensemencer une boite de Pétri contenant du LB-gélose,
pour constituer un stock pour une utilisation régulière. La culture est ensuite amenée à une DO de
0,27, car la DO finale de 0,22 doit tenir dans 80 % du volume final. Elle est ensuite centrifugée 1 afin
de séparer les bactéries du milieu de culture, puis lavée avec une solution de sulfate de magnésium
(MgSO4) à 10
−2 mol/l. Les étapes de centrifugation et lavage sont répétées trois fois afin d’enlever toute
trace de carbone organique contenu dans le milieu de culture. Une dernière étape de centrifugation est
alors réaliser afin de remplacer la solution de lavage par le milieu M9. La densité optique est à nouveau
mesurée et ajustée à 0,27. Les bactéries sont réservées dans la glace afin de stopper leur croissance.
Enfin, la résazurine et la solution de source de carbone sont mélangées avec la solution bactérienne
afin de réaliser la solution finale. La densité optique de cette préparation est alors d’environ 0,22.
3.5 Conclusion
Nous avons résumé, dans ce chapitre, les procédés de fabrication des dispositifs « macro » et « micro »
et les techniques d’intégration des capteurs optique.
Dans un objectif, in fine, de mesure sur site, nous avons réalisé le dispositif « macro » en version
automatisée et nous l’avons intégré dans une mallette thermostatée. Nous retiendrons, de l’automate,
que le choix des éléments électro-fluidiques dépend grandement de l’architecture fluidique du système
et de la vitesse de remplissage désirée. Nous avons choisi, pour ce prototype, une micro-pompe à
solénoïde, qui offre une grande précision des volumes injectés, mais cela, au détriment du débit.
Nous avons réalisé deux dispositifs « micro », en technologie verre-PDMS. Le premier a été réalisé
pour y intégrer une optode, mais il comportait un défaut de remplissage. Ainsi, un second dispositif a
été fabriqué afin de résoudre ce défaut et pour l’utilisation d’un second capteur : la résazurine. Les
réservoirs et les canalisations ont été structurés dans le PDMS grâce à un moule en SU8. Une lame de
1. Conditions de centrifugation : vitesse 5000 tr/min, temps 5 min, température 4°C
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verre de microscope a permis de fermer les puces. A travers ce chapitre, nous avons vu la difficulté
d’intégration des optodes dans les biopuces. En effet, contrairement à la résazurine, qui est liquide et
s’intègre facilement dans l’échantillon, l’optode a nécessité d’être placée sur un capot en verre enduit
de SU8. Les techniques classiques de collage, plasmaO2, n’ont pas pu être utilisées pour les biopuces
avec optode, au risque de les détruire.
Nous avons décrit, également, la réalisation du lecteur de fluorescence de la résorufine. Nous avons
choisi les composants optiques (LEDs, photodiodes et filtres) en fonction des caractéristiques de la
résorufine et du coût des composants. Nous avons pu réaliser un lecteur, qui répond à nos exigences,
avec des composants traditionnels. Chaque composant a été caractérisé, à l’aide d’un banc de mesure
optique, afin de connaître précisément leurs caractéristiques. Notons, d’une manière générale, que les
caractéristiques fournies par le fabricant sont parfois éloignées de la réalité. Un logiciel permettant de
commander le lecteur a été développé en LabWindows CVI.
Finalement, nous avons décrit les milieux de culture utilisés pour nos expérimentations : le milieu
LB pour la culture et le milieu M9 pour les tests. Nous avons présenté, également, le protocole de
préparation des bactéries et des échantillons de tests.
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tions
Ce chapitre présente les résultats expérimentaux visant à valider le principe d’une mesure de DBO par
le suivi de la consommation d’oxygène d’une population bactérienne, en fonction de la concentration
en produits carbonés.
Nous présenterons, tout d’abord, les courbes de consommation d’oxygène par les bactéries, mesurées
grâce aux optodes. Nous verrons, ensuite, les expériences basées sur la dégradation de la résazurine,
induisant une fluorescence fonction de l’activité bactérienne. Nous étudierons certains facteurs
d’influence tels que, la température d’incubation, la concentration en carbone organique présente
dans l’échantillon ou encore la concentration initiale en biomasse. Nous évaluerons les performances
potentielles d’un tel principe. Nous commenterons les résultats obtenus et proposerons un modèle
théorique qui témoignera de la conformité du comportement bactérien mesuré avec les mécanismes
biologiques connus de la croissance bactérienne. Nous l’utiliserons pour en extraire, au plus tôt de la
dynamique de croissance, des indicateurs représentatifs de la DBO, ou de la charge carbonée.
4.1 Principaux résultats expérimentaux
Nous allons résumer, dans cette première partie, les résultats des expériences réalisées sur nos systèmes
« macro » et « micro », intégrant soit une optode, soit la résazurine. Nous verrons, au travers de certains
facteurs d’influence, les zones de validité de mesure et les limitations des systèmes.
4.1.1 Mesure de la consommation bactérienne en oxygène sur le macrosystème à op-
todes
Nous utilisons dans ces premières expériences le dispositif « macro », présenté dans le chapitre 3.
Une optode placée dans la culture mesure la consommation de l’oxygène dissous en présence de
bactéries et de carbone organique. L’oxygène dissous est un indicateur direct de la biodégradation du
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carbone organique par les bactéries. Ces expériences ont été réalisées avec du milieu Luria-Bertani
(LB), habituellement utilisé comme bouillon de culture. Les bactéries s’y développent facilement car
tous les éléments nécessaires à la croissance bactérienne y sont présents.
Dans cette étape « macro », l’objectif est de valider le concept de mesure, de définir un « point de
mesure référent » comparable aux tests normalisés de DBO en macro-volume. Cela afin de pouvoir les
comparer, ensuite, avec les résultats obtenus en micro-volume sur biopuces.
4.1.1.1 Effet de la concentration en carbone organique sur la consommation des bactéries
Nous avons commencé par observer l’effet de la concentration en carbone organique sur la cinétique
de consommation des bactéries. Pour cela nous avons préparé plusieurs échantillons en diluant du
milieu LB avec une solution d’eau DI et de NaCl à 5 g/l (concentration en NaCl dans le milieu LB), afin
de ne pas changer la pression osmotique du milieu.
La figure 4.1 présente les courbes du suivi de l’oxygène dissous au cours du temps et selon différentes
concentrations en carbone organique. Nous avons préparé un échantillon de milieu LB, quatre di-
lutions (par 10, 100, 300 et 500), et un témoin (Eau DI dont NaCl à 5 g/l). Les échantillons ont été
ensemencés avec un inoculum d’E Coli d’environ 1,2.108 cell/ml. Ils ont été placés dans la mallette,
que nous avons fabriquée, permettant d’isoler les échantillons de la lumière et de les réguler à une
température de 30°C.
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FIGURE 4.1 – Expériences de consommation de l’oxygène par E. Coli (1,2.108 cell/ml) exposées à 5
concentrations de milieu LB (LB, dilutions par 10, 100, 300 et 500) et 1 témoin (eau DI + NaCl à 5 g/L).
Nous observons une effective diminution de la concentration en oxygène dissous dont la dynamique
croit avec la concentration en carbone organique. Nous remarquons que certains des niveaux mini-
maux atteints sont non-nuls. Cela indique une dégradation totale de la matière organique. Notons
toutefois que les valeurs de ces niveaux sont fonction de la concentration initiale en carbone : plus
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il y a de carbone organique plus la quantité d’oxygène nécessaire à sa dégradation est importante.
La quantité d’oxygène dissous étant limitée, si la culture s’opère dans un module hermétique, nous
observons une limitation de la gamme de carbone mesurable. En effet, pour les échantillons fortement
concentrés en carbone organique, l’oxygène dissous est consommé avant que la totalité du carbone
n’ait été dégradée. C’est donc dans le cas des faibles concentrations que la mesure de la DBO peut être
faite dans les meilleures conditions, puisque l’on a les valeurs initiales et finales de l’oxygène dissous.
Ce qui permet de remonter à la concentration en matières carbonées. En première analyse, ce type de
mesure va donc nécessiter un ajustement des concentrations (dilution du prélèvement), pour rentrer
dans la zone de validité de la mesure et dans un délai d’obtention du résultat de quelques heures.
Les courbes présentent une différence de cinétique selon l’échantillon. Il semble que le taux de
consommation de l’oxygène dissous soit fonction de la concentration initiale en carbone organique S0.
Cette hypothèse est validée par les travaux de Liu [Liu, 2000] sur l’influence du rapport S0/X0 sur le
rendement de croissance bactérienne. Il indique que ce dernier est d’autant plus fort que le rapport
S0/X0 est faible.
Nous notons aussi une légère diminution de l’oxygène dissous dans le témoin. Cela dénote d’une
activité bactérienne malgré l’absence de carbone organique. Les biologistes attribuent ce phénomène
au fait que les bactéries cumulent des réserves de nutriments et puisent dans ces réserves lorsque le
carbone organique est manquant.
Finalement, une dernière observation peut être faite, une augmentation de l’oxygène apparait sur trois
des cinq concentrations de LB (LB/100, LB/300 et LB/500) au bout d’environ 3 heures de mesure. Ceci
s’explique par la diffusion de l’oxygène de l’air extérieur vers l’intérieur de la chambre de mesure, et
également des bulles d’air piégées dans la chambre. La diffusion existe depuis le début de l’expérience
mais la vitesse de diffusion est plus faible que la vitesse de consommation de l’oxygène, on ne la
voit donc pas avant 3 heures. Lorsque le milieu commence à être purifié de toute trace de carbone
organique, l’activité bactérienne ralentie, la diffusion prend alors le dessus sur la consommation de
l’oxygène. Cette diffusion peut poser des problèmes sur l’exploitation des résultats pour la mesure
précise de la DBO.
4.1.1.2 Effet de la densité de population sur la vitesse de dégradation
Pour tester l’effet de la densité de population de l’inoculum sur la cinétique de consommation de
l’oxygène, nous avons mené trois expériences dans les mêmes conditions de milieu de test et de
température, à savoir en milieu LB et à 30°C. Les densités testées sont 1,12.105, 1,12.106 et 1,2.107
cell/ml. La figure 4.2 montre les résultats de ces expériences.
Les résultats obtenus montrent clairement que la vitesse de consommation de l’oxygène dissous, et
donc de dégradation des matières organiques, est fonction de la densité de population de l’inocu-
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FIGURE 4.2 – Effet de la densité de population de l’inoculum sur la cinétique de consommation
d’oxygène.
lum. En effet, l’oxygène sera plus rapidement consommé si la population initiale est importante, et
inversement si la population est faible, elle mettra plus de temps à consommer la même quantité
d’oxygène. Sur la figure 4.2, dans le cas de la plus forte densité, la cinétique de consommation de
l’oxygène est quasiment une droite. Plus la densité initiale en bactéries est faible, plus la courbe tend
vers une parabole.
Le tracé des pentes à l’origine permet de suivre l’évolution de la consommation d’oxygène par les
bactéries. On constate, ainsi, qu’on passe de 5,34 mg/l/h pour la plus forte densité bactérienne à
0,14 mg/l/h pour la plus faible densité et 1,29 mg/l/h pour la densité intermédiaire. L’épuisement
d’oxygène présent dans l’échantillon est presque total au bout d’une heure pour la densité 1,2.107
cell/ml, alors que pour la densité la plus faible, 1 ,12.105 cell/ml, sa consommation reste négligeable
pendant une durée proche de 3 h.
La durée de la mesure est donc liée à la densité de population de l’inoculum. Pratiquement, il paraîtrait
alors logique de positionner le point de mesure à une forte densité afin de réduire le temps de mesure
et de travailler sur la pente pour avoir très vite des indications sur la DBO. Le risque, identifié par les
biologistes, est que l’inoculum injecté puisse contenir des bactéries mortes qui représentent alors
une source de carbone parasite pour les bactéries vivantes et donc être une source de variabilité des
résultats. De ce fait, plus l’inoculum est dense plus la variabilité des sources de carbone est importante,
ce qui expliquerait la forte variabilité du test standardisé de DBO (autour de 20%).
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4.1.1.3 Analyse des performances et limites du système
4.1.1.3.a Reproductibilité des mesures
Afin d’avoir un système de mesure efficace, nous devons nous assurer de la reproductibilité des
mesures. Pour cela, nous nous sommes placés dans des conditions expérimentales qui ont bien fonc-
tionné, et nous avons répété les mesures. Nous avons choisi les conditions expérimentales suivantes :
échantillons de milieu LB dilué par 10, température de 30 °C et un inoculum de 4.106 cell/ml.
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FIGURE 4.3 – Graphique résumant la reproductibilité des mesures.
Nous pouvons voir sur la figure 4.3, que les courbes sont bien différentes. Cela dit, nous observons que
les cinétiques sont très semblables, mais les niveaux d’oxygène dissous sont différents.
Cette différence peut s’expliquer par un défaut de calibrage de l’oxymètre. Il s’effectue en 2 points : 0% et
100% de la saturation en oxygène dissous dans l’eau DI à température et salinité connues. La saturation
en oxygène dissous est très dépendante de ces deux derniers paramètres. Si la désoxygénation pour le
point 0% et l’oxygénation pour le point 100% ne sont pas réalisés scrupuleusement identiquement
d’une expérience à l’autre, la concentration initiale en oxygène dissous peut différer.
Il y a là une difficulté de mise en œuvre de la mesure : le protocole de calibration est impératif, et
délicat, car il suppose de maîtriser parfaitement les conditions environnementales. Il sera plus utile
dans les applications futures de revenir sur ce point, afin de trouver un système de calibrage mieux
adapté.
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4.1.1.3.b Diffusion parasite de l’oxygène
Rappelons que selon notre interprétation, l’oxygène qui diffuse de l’air extérieur vers la chambre de
mesure perturbe le processus de mesure. C’est un trou réalisé sur le capot du système macro, afin de
laisser l’air de la chambre s’échapper lors du remplissage, qui peut principalement être mis en cause.
Dans le but d’éliminer cette diffusion, nous avons utilisé de l’huile paraffine comme bouchon à la
diffusion de l’oxygène. L’huile est un liquide non miscible dans l’eau et moins dense, ce qui lui permet
de rester au-dessus de l’eau. L’expérience réalisée visant à déterminer l’efficacité de l’huile comme
frein à la diffusion consiste à utiliser une chambre de mesure de manière habituelle, c’est-à-dire avec
seulement l’échantillon à analyser, et dans une seconde chambre, un échantillon issu de la même
préparation auquel on ajoute un volume d’huile paraffine. L’échantillon préparé est composé de milieu
LB dilué par 200 ensemencés par un inoculum d’environ 1,2.107 cell/ml.
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FIGURE 4.4 – Résultat du test de réduction de la diffusion de l’oxygène avec une couche d’huile
paraffine.
Les résultats présentés sur la figure 4.4 indiquent bien que la diffusion de l’oxygène dans la chambre
avec l’huile paraffine ralentit la diffusion comparée à la chambre sans huile. Cependant, elle n’est que
ralentie, cette méthode n’est donc pas suffisamment concluante.
Notons également, que certaines bactéries sont capables de dégrader les huiles. Il est possible que des
souches bactériennes du panel utilisé dans le futur système rentrent dans cette catégorie de bactéries.
L’huile paraffine serait donc une source de carbone parasite. L’ajout d’huile paraffine complexifie
également le système. En effet, cela rajoute un fluide à gérer dans le système fluidique car il doit être
ajouté à chaque chambre pour chaque mesure. Un dernier point, l’huile étant un corps gras, des traces
peuvent rester sur les parois d’une mesure à l’autre. Ces traces peuvent contaminer la mesure suivante
si elles emprisonnent des bactéries ou des matières organiques dégradables.
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Nous voulions, par la conception d’une mallette de mesure utilisant des chambres de culture « macro »,
définir un point de mesure servant de mesure référente et préfigurer un système opérationnel terminal
complet intégrant une gestion automatique des fluides. Les résultats de ce paragraphe montrent la
faisabilité du principe mais mettent en évidence des difficultés de reproductibilité.
4.1.2 Mesure de la consommation bactérienne sur biopuce avec optode
Nous avons voulu ici, non pas obtenir une empreinte précise de la part biodégradable de l’échantillon
selon le type de carbone organique, mais démontrer la possibilité de mesurer en micro-volume. La
technologie de fabrication des puces a été détaillée dans les chapitres 2 et 3. L’épaisseur des puces,
c’est-à-dire la profondeur des puits, est de seulement 500 µm. Notons qu’il s’agit de l’épaisseur
finalement choisie, après de nombreuses expériences, permettant d’obtenir une variation significative
de la consommation d’oxygène. L’épaisseur des premières puces était de 200 µm, d’où sont issus les
résultats présentés ci-après.
4.1.2.1 Premiers résultats
Nous avons réalisé les mesures sur deux solutions différentes : la première contenant du milieu LB et
une population bactérienne d’environ 8.107 cell/ml et la seconde le même milieu mais une population
de 4.107 cell/ml. Dans ces conditions, les systèmes macroscopiques atteignent une concentration en
oxygène nulle (Figure 4.1). Tandis que sur nos puces, nous observons que la concentration en oxygène
descend jusqu’à 5 mg/l d’oxygène puis nous observons une remontée de la concentration (Figure 4.5).
En se référant à nos interprétations précédentes, nous pouvons déduire que ce phénomène pourrait
s’expliquer par la porosité du PDMS : les molécules d’oxygène diffuseraient à travers les cloisons des
réservoirs et alimenteraient alors la solution en test. Ce phénomène est d’autant plus important que
le rapport surface/volume est grand. C’est-à-dire que plus la miniaturisation est poussée, plus le
phénomène est considérable. Cet apport parasite continu d’oxygène devrait alors être pris en compte
et son influence étudiée pour faire la part de la consommation réelle des bactéries.
4.1.2.2 Porosité du PDMS
Nous avons alors réalisé une expérience afin de vérifier que l’augmentation de l’oxygène est bien due à
la porosité du PDMS et non à cause d’un autre phénomène. L’expérience est très simple, nous avons
d’abord injecté de l’éthanol (1) afin de mouiller les parois pour faciliter le remplissage avec l’eau et
pour chasser les bulles d’air. Nous injectons ensuite de l’eau DI (2) puis de l’eau DI préalablement
désoxygénée (3), enfin nous arrêtons le remplissage et nous observons la remontée de l’oxygène (4).
La porosité du PDMS est clairement mise en évidence et apporte des difficultés de mesure. En effet,
d’après la loi de Fick sur la diffusion des gaz, le débit de transfert est d’autant plus important que la
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FIGURE 4.5 – Évolution de la concentration en oxygène dissous dans une biopuce pour deux popula-
tions bactériennes.
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FIGURE 4.6 – Courbes de mesure d’oxygène dans des puits en PDMS réalisées pour des tests de porosité :
(1) injection d’éthanol, (2) injection d’eau DI oxygénée, (3) injection d’eau DI désoxygénée et (4) arrêt
de l’injection.
surface de contact fluide/membrane est grande. Dans notre cas, la plus grande surface en contact
avec le fluide est de 38,5 mm² sur une épaisseur de réservoir de 200µm. En connaissant le coefficient
de l’oxygène dans l’eau (environ 2.10−3mm2.s−1 à 20°C), nous en déduisons la vitesse de transfert
dans le microvolume : 2,58.10−3mg .s−1. Contrairement au macrovolume, où la surface d’échange
en contact avec l’air est d’environ 3.14 mm2 pour une hauteur de réservoirs de 25 mm, la vitesse de
transfert est donc de 1,68.10−4mg .s−1. Le rapport surface/hauteur de solution est bien plus important
en microvolume qu’en macrovolume, la vitesse de transfert est donc plus rapide dans la puce.
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4.1.2.3 Réduction de la diffusion de l’oxygène dans la biopuce
Afin de remédier au problème de diffusion de l’oxygène du PDMS dans l’échantillon, nous avons
tout d’abord tenté de retirer l’oxygène du PDMS. Pour cela, nous avons placé nos puces plusieurs
heures à dégazer sous vide. Nous avons, ensuite, injecté une solution contenant du milieu LB et des
bactéries. Nous avons observé que dès l’injection de la solution, la concentration d’oxygène dissous
diminuait très rapidement. Nous pouvons en déduire que nous assistons à un phénomène de diffusion
de l’oxygène du milieu vers le PDMS.
Nous avions imaginé une seconde méthode pour limiter la diffusion de l’oxygène du PDMS vers la
chambre de mesure en enduisant l’intérieur de celle-ci avec une couche de matériau imperméable. La
résine SU8 une fois réticulée est imperméable aux gaz. De plus, c’est un matériau biocompatible, il
est donc parfaitement adapté à notre besoin. Nous avions à notre disposition, en salle blanche, un
spray-coater permettant de déposer par spray une couche mince et uniforme de SU8.
(1)
(2)
FIGURE 4.7 – Spray-coating SU8 (1) de la puce PDMS (2).
Nous avons réalisé deux expériences avec des puces spray-coatées avec de la SU8, l’une avec du milieu
LB et l’autre avec du milieu LB dilué par 200. Les deux échantillons ont été ensemencés avec un
inoculum d’environ 1,2.107 cell/ml d’une souche d’E. Coli. La température d’incubation était de 30°C.
La figure 4.8 présente les résultats de ces deux expériences. Nous observons que l’oxygène présent dans
l’échantillon contenant le LB pur est totalement consommé par les bactéries, ce qui s’accorde avec les
résultats obtenus en système macrofluidique (Figure 4.1). Aucune augmentation d’oxygène n’apparait
jusqu’à 10h de mesure. Cependant, cela ne signifie pas qu’il n’y a pas de diffusion. Elle est peut-être
présente mais l’oxygène est immédiatement consommé pour dégrader le carbone organique restant.
Nous avons donc réalisé une seconde expérience avec un échantillon moins concentré en carbone
organique (LB/200). Nous avons comparé ces résultats avec ceux obtenus, dans les mêmes conditions
expérimentales, avec une puce non spray-coatée. La puce spray-coatée montre effectivement une
diffusion plus lente, mais néanmoins présente, alors que la puce non spray-coatée ne montre pas de
diminution significative de la concentration en oxygène dissous.
La diffusion de l’oxygène malgré la couche de SU8 peut s’expliquer par un défaut d’uniformité de la
95
Chapitre 4. Résultats expérimentaux et interprétations
8
6
4
2
0
 
O
xy
gè
ne
 d
is
so
us
 (m
g/L
)
1086420
 Temps (h)
 puce spray-coatée SU8 
+ milieu LB
 puce spray-coatée SU8 
+ milieu LB/200
 puce PDMS seul 
+ milieu LB/200
FIGURE 4.8 – Graphique présentant la consommation de l’oxygène dans des puces spray-coatées avec
de la SU8.
couche. En effet sur les surfaces planes, la déposition de la SU8 est uniforme, mais au niveau des parois
verticales et des angles, la SU8 n’est pas uniformément répartie (Figure 4.9).
(1)
(2)
FIGURE 4.9 – Schéma représentant la répartition du dépôt de la couche de SU8 (1) sur les parois de la
puce en PDMS (2).
Initialement, la déformabilité du PDMS réalise l’étanchéité entre le PDMS et le verre qui scelle la puce.
La couche de SU8, une fois réticulée est un matériau dur et moins déformable que le PDMS. Si le dépôt
de SU8 n’est pas parfaitement plan ou s’il est rugueux, l’étanchéité à l’interface n’est donc pas parfaite
et les gaz peuvent donc diffuser via l’interface SU8-Verre. Néanmoins, cela améliore l’étanchéité de la
puce en limitant les surfaces diffusantes.
4.1.3 Corrélation micro/macro système
L’objectif de ces travaux est de pouvoir répondre à l’une des questions posées en début de thèse, à
savoir : peut-on mesurer la DBO dans un microsystème ? Les résultats précédents nous ont montrés
que la diffusion de l’oxygène est plus importante dans les microdispositifs du fait du rapport d’échange
gazeux surface/volume. Nous avons alors réalisé des expériences avec les puces de fortes épaisseurs
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(500µm d’épaisseur) avec les conditions suivantes : un échantillon avec du milieu LB et une population
bactérienne de 9,2.107 cell/ml. Le résultat de l’expérience a été comparé avec celui obtenu par les
macrosystèmes dans les mêmes conditions expérimentales. La comparaison des deux expériences
« macro » et « micro », présentés en figure 4.10, indiquent que notre microsystème suit la même
dynamique que le système macroscopique, avec néanmoins un temps de latence.
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FIGURE 4.10 – Courbes représentant la concentration d’oxygène en fonction du temps pour les systèmes
microfluidiques et macroscopique.
Nous pouvons associer ce temps de latence à deux phénomènes possibles. Il peut s’agir d’une phase
d’adaptation des bactéries au nouvel environnement. Ou bien, en début d’expérience, la diffusion de
l’oxygène dans le puits contrebalance la vitesse de consommation de l’oxygène, lorsque la population
bactérienne est suffisamment importante, la consommation prend alors le dessus sur la diffusion.
Bien que le problème de la diffusion de l’oxygène ne soit pas fondamentalement résolu, nous l’avons
réduit en enduisant les faces intérieures de la biopuce avec la résine SU8. Elle permet de réduire les
surfaces diffusantes en contact avec l’échantillon. Nous pouvons néanmoins répondre à la question
que nous nous posions, et pouvons dire simplement oui. Oui, il est possible de mesurer la consomma-
tion de l’oxygène, et donc, a fortiori, de la DBO, en microvolume. Afin, de ne plus être contraint par la
diffusion de l’oxygène, nous sommes passés sur un autre type de capteur : la résazurine.
4.1.4 Expérimentation avec résazurine
A la suite des difficultés de maîtrise de la diffusion parasite de l’oxygène, nous avons utilisé un autre
type de capteur, la résazurine, pour mesurer la DBO d’un échantillon d’eau. Celle-ci a la particularité
de remplacer l’oxygène dans le cycle de respiration des bactéries. Cette molécule est réduite en un
composé fluorescent, la résorufine, lors du processus de biodégradation de la matière organique. Il est
donc aisé de suivre la concentration de la résorufine par la mesure de la fluorescence.
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Nous verrons dans cette partie les résultats obtenus à l’aide d’un lecteur de fluorescence que nous
avons développé, et les effets de quelques facteurs d’influence. Afin de vérifier l’hypothèse que nous
avions évoquée lors des expériences avec les optodes, selon laquelle la variation de cinétique de
consommation de l’oxygène en fonction de la dilution n’était pas due à la variation de la concentration
en carbone organique, mais plutôt à cause d’autres molécules présentes dans le LB, nous avons
utilisé ici du milieu M9 dont nous maitrisons complètement la composition. Toutes les expériences,
présentées ci-après, ont été réalisées dans des puces de nouvelle génération d’une épaisseur de 500
µm.
4.1.4.1 Dégradation du milieu M9 à concentration en glucose contrôlée
La première expérience réalisée visait à observer l’effet de la variation de la concentration en carbone
organique, et également à vérifier si elle joue un rôle sur la vitesse de dégradation. Pour cela, nous
avions préparé le milieu M9 sans la source de carbone, nous pouvions alors faire varier la concen-
tration de la source de carbone sans faire varier les autres éléments constituants le milieu. Plusieurs
échantillons ont été préparés avec différentes concentrations en carbone organique. Les résultats
obtenus ont été regroupés en figure 4.11. Nous pouvons constater que pour les cinq échantillons testés,
il y a une variation temporelle de la fluorescence mesurée à travers les photodiodes.
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FIGURE 4.11 – Courbes de fluorescence au cours du temps de plusieurs échantillons à différentes
concentrations en carbone organique.
Les courbes semblent s’accorder avec la croissance bactérienne. En effet, nous observons une première
phase linéaire de l’augmentation de la fluorescence, qui correspond à la phase de croissance exponen-
tielle des bactéries. Nous pouvons maintenant affirmer que la concentration en carbone organique
n’intervient que faiblement sur la vitesse de dégradation des bactéries. Il vient ensuite une phase de
ralentissement de la fluorescence, qui correspond à la disparition du carbone organique. Et finalement,
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une phase de stabilisation du signal avec cependant une légère augmentation continue, qui peut
s’expliquer par la dégradation de la lyse bactérienne et par l’épuisement de leur réserve nutritionnelle.
Cet effet est d’autant plus marquant qu’il n’y a aucun nutriment pour l’échantillon témoin (courbe
à 0 mgC/l). Finalement, nous pouvons constater que l’oxygène et sa diffusion dans la chambre ne
perturbent pas la mesure.
4.1.4.2 Effet de la température sur l’activité bactérienne
Pour observer l’effet de la température d’incubation sur la croissance bactérienne, et l’effet induit
sur la cinétique de fluorescence de la résorufine, nous avons réalisé deux expériences avec du milieu
M9 à différentes concentrations en carbone organique. Une première expérience a été effectuée à
température ambiante, soit 23°C, pendant 15 h. Puis, une seconde expérience a été effectuée à 30°C,
pendant 15 h également. Dans les deux cas, un inoculum d’E. Coli à une concentration d’environ
8,6.107 cell/ml a été introduit dans les échantillons. En accord avec les mécanismes déjà connus de la
croissance bactérienne, la figure 4.12 montre bien l’effet de la température d’incubation sur la vitesse
de dégradation des matières organiques.
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FIGURE 4.12 – Graphique montrant l’effet de la température d’incubation sur la cinétique de fluores-
cence provenant de puits incubés à 8,6.107 cell/ml bactéries.
En effet, le métabolisme des bactéries fonctionne plus ou moins rapidement selon la souche bacté-
rienne. Pour notre expérience, la souche utilisée était E. Coli, sa température optimale de croissance
est de 37°C. Les résultats obtenus sont donc correct vis-à-vis de la souche utilisée. A 23°C, les bactéries
se développent lentement, si bien qu’au bout de 15h de mesure, les courbes ne se stabilisent pas
encore, cela signifie que le carbone organique n’est pas encore totalement dégradé. Par contre, à 30°C,
les bactéries se développent plus rapidement, et au bout de 9h de mesure, il ne semble plus y avoir
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d’évolution significative de la fluorescence, le carbone organique étant alors complètement dégradé.
4.1.4.3 Influence des paramètres optiques sur la mesure
Lors des premières expériences avec la résazurine, le lecteur de fluorescence n’était pas équipé de
filtre optique d’excitation, seulement de filtre d’émission de moindre qualité (filtre A). Le spectre de
transmission du filtre était largement décalé par rapport au pic d’émission de la résorufine, mais tout
en étant dans la gamme spectrale d’émission de la fluorescence, afin que la lumière des LED ne soit
pas transmise à la photodiode.
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FIGURE 4.13 – Courbe représentant le spectre d’émission des LEDs et le spectre détecté par les photo-
diodes au travers le filtre A.
La transmittance optique de ces filtres était de 50%, ce qui est peu. En effet, la moitié des photons émis
sont absorbés par le filtre, la plage de tension alors fournie par la photodiode est faible. La résolution
du DaqMx (convertisseur analogique/numérique) étant liée à la plage de tension de mesure, plus la
plage est faible plus la résolution de la conversion l’est également. Afin d’améliorer la résolution de
conversion, nous avons remplacé les filtres A par des filtres de très bonne qualité (filtre B), et rajouté
des filtres d’excitation, pour avoir une plage de tension mesurable plus grande. Les spectres théoriques
de transmission de ces deux filtres sont proches mais ne se recouvrent pas. De plus, leur transmittance
théorique est de l’ordre de 99%.
Nous avons alors effectué une comparaison, par expérimentation, des deux filtres. Nous avons, pour
cela, préparé quatre échantillons de milieu M9 avec différentes concentrations en carbone orga-
nique. Les résultats regroupés en figure 4.14 montrent que les courbes suivent globalement la même
dynamique quel que soit le filtre utilisé.
Nous remarquons, par ailleurs, que l’intensité lumineuse mesurée par les photodiodes est 10 fois plus
importante avec les filtres B qu’avec le filtre A. Ce gain permet d’obtenir une plus grande résolution de
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FIGURE 4.14 – Comparaison des filtres optiques sur quatre échantillons.
conversion, et donc une plus grande résolution de mesure de concentration en carbone organique.
4.2 Évaluation de la charge carbonée par une approche théorique
Nous venons de montrer qu’une mesure de DBO était en principe possible moyennant une exploration
des effets de certains facteurs d’influences sur les cinétiques de dégradation : influence des concentra-
tions en carbone, effets de la température, effets parasites de la diffusion de l’oxygène de l’air,... Malgré
les précautions prises et la maîtrise des processus de fabrication et des tests expérimentaux, beaucoup
de facteurs rentrent en jeu dans la détermination d’une DBO pertinente. La volonté d’obtenir une
lecture rapide et différentiée de polluants organiques par l’entremise de bactéries spécialisées confi-
nées dans un microsystème, nécessite alors une connaissance approfondie de tous les paramètres
entrant en jeu. C’est la raison pour laquelle nous avons consacré une partie de notre travail de thèse à
introduire un modèle théorique à partir duquel nous pourrions non seulement établir une démarche
expérimentale, mais également étudier les paramètres d’influence agissant sur les résultats des tests.
Pour ce faire, nous allons nous appuyer sur les équations de croissance bactérienne présentées dans le
chapitre 1.
4.2.1 Expression de l’intensité de fluorescence de la résorufine par un modèle
bio-phénoménologique
Quel que soit le modèle de croissance bactérienne étudié, la relation entre la variation de la concentra-
tion en substrat S (gL−1) et la variation de la biomasse X (cell/L) s’écrit :
dS
d t
=− 1
Ycel l /C
· d X
d t
(4.1)
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Le substrat S désigne une source de carbone présente dans l’échantillon. Le coefficient Ycel l /C décrit le
taux de conversion du carbone organique en biomasse.
L’équation 4.1 sera la base des modèles que nous développerons pour décrire la production de fluores-
cence via la résorufine.
Nous avons vu, dans le chapitre 1, que durant la respiration cellulaire, la matière organique est oxydée
et l’oxygène est réduit. L’oxygène joue dans ce cas le rôle d’accepteur d’électrons et la matière organique
joue le rôle de donneur d’électrons.
Tout comme l’oxygène, la résazurine joue le rôle d’accepteur d’électrons lors du processus de biodégra-
dation par les bactéries. Elle se trouve alors réduite en résorufine, qui émet un signal de fluorescence
lorsqu’elle est excitée par une lumière.
Pour traduire ce lien entre la matière organique oxydée et la fluorescence émise par la résorufine
produite suite à la biodégradation, nous avons défini un coefficient KV /C reliant la tension électrique
V fournit par la photodiode à la quantité de carbone organique S consommée.
En intégrant le terme KV /C dans l’équation 4.1, celle-ci s’écrit alors :
dV
d t
=−KV /C dS
d t
= KV /C
1
Ycel l /C
· d X
d t
(4.2)
Vient alors le modèle permettant de suivre le processus de biodégradation en mesurant la fluorescence
produite, en utilisant le modèle exponentiel :
V (t ) = V (0)+ KV /C
Ycel l /C
·X0 ·
(
eµt −1) (4.3)
Avec V(0) (V), la fluorescence initiale mesurée par la photodiode, X0 la population bactérienne initiale
et µ le taux de croissance spécifique.
Si nous utilisons le modèle de Verhulst, présenté dans le chapitre 1, pour décrire la croissance de la
population bactérienne, alors la solution de l’équation différentielle 4.2 s’écrit :
V (t ) = V (0)+ KV /C
Ycel l /C
·X0 ·
(
XM
X0+ (XM −X0) ·e−µt
−1
)
(4.4)
Avec XM la population bactérienne qui sera atteinte lorsque la matière organique sera totalement
dégradée.
4.2.2 Étude des paramètres des modèles
Les deux modèles, exponentiel et de Verhulst, décrivent l’évolution de la population bactérienne
au cours du temps. Nous les avons utilisés pour décrire la cinétique de consommation de l’oxygène
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dissous ou la cinétique de production de résorufine. Nous y avons introduit plusieurs paramètres tels
que le rendement de la biomasse produite par unité de carbone organique (Ycel l /C ) et le coefficient de
fluorescence produite par unité de carbone organique dégradé (KV /C ).
4.2.2.1 Rendement de biomasse produite par carbone organique dégradé Ycel l /C
Le coefficient Ycel l /C décrit la masse de cellules vivantes créée par quantité de carbone organique
dégradé. En faisant l’hypothèse que ce coefficient est constant, cela implique une proportionnalité
avec le substrat consommé, Ycel l /C s’écrit :
Ycel l /C =
X −X0
S0−S
(4.5)
Où, S est la concentration en substrat limitant dans le milieu à un instant quelconque, S0 sa concentra-
tion initiale, X la concentration en biomasse à un instant quelconque et X0 sa concentration initiale.
Le rendement va probablement varier en fonction du substrat et de la souche bactérienne considérée
mais nous n’avons pas évalué ce paramètre expérimentalement et nous devrons nous baser sur les
données issues de production scientifique. Nous allons nous intéresser uniquement à la souche
Escherichia Coli et au glucose en tant que substrat. Nous avons relevé différentes valeurs du rendement
dans les productions scientifiques. Nous avons pris pour valeur de départ une moyenne des valeurs
mesurées par Kayser et. al [Kayser et al., 2005] dans des conditions de cultures semblables aux nôtres.
La valeur ainsi admise est de 0,54 gramme de biomasse produite pour 1 gramme de glucose consommé.
Toutes les expériences menées sont exprimées en fonction d’une concentration en carbone organique,
et non pas en fonction de la concentration en glucose. La masse du glucose (C6H12O6) est composée
à 40% de carbone. Le rendement en terme de glucose consommé peut être ramené en carbone,
ainsi Ycel l /C = 0,54×0,4 = 0,216g de biomasse par gramme de carbone. Finalement, nous pouvons
l’exprimer en fonction de la population de bactéries produite dont la masse moyenne de la bactérie
E. Coli est de l’ordre de 9,5.10−13 g [Bionumbers - The database of useful biological numbers, ]. Le
rendement devient donc Ycel l /C = 0,216/9,5.10
−13 = 227,368.109 bactéries produites par gramme de
carbone dégradé.
4.2.2.2 Coefficient de conversion du carbone organique oxydé en intensité lumineuse KV /C
Lors de la croissance bactérienne dans un milieu contenant de la résazurine, pour chaque molécule
carbonée oxydée, une quantité de molécules de résazurine est réduite en molécules de résorufine.
Une fois excitée par un faisceau lumineux, cette molécule libère son énergie en émettant un photon.
Nous pouvons alors définir un coefficient KV /C , décrivant la conversion du carbone organique oxydé
en une intensité lumineuse mesurée par une photodiode. Le coefficient de conversion KV /C ne peut
être estimé qu’expérimentalement car il dépend étroitement de la sensibilité du photodétecteur, de la
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source de lumière et des filtres optiques utilisés.
Le coefficient de conversion du carbone organique oxydé en intensité de fluorescence (KV /C ) peut être
évalué lors de la phase stationnaire de la cinétique de dégradation du carbone. C’est-à-dire, lorsque
la population X a atteint sa valeur maximale XM , ou autrement dit, lorsque exp(−µt) = 0. De ce fait
l’équation 4.4 s’écrit, pour t =+∞ :
V (∞) = V (0)+ KV /C
Ycel l /C
· (XM −X0) (4.6)
Et sachant que la population finale peut se voir comme étant la quantité de biomasse produite
avec la quantité de carbone organique disponible additionnée à la population initiale, de manière
mathématique cela signifie que XM = X0+Ycel l /C ·S0, avec S0 la concentration initiale en carbone
organique. Et en posant V (0) = 0, l’équation 4.6 devient :
V (∞) = KV /C ·S0 (4.7)
L’étude expérimentale de ce coefficient sera plus longuement décrite dans la partie 4.2.3 consacrée à
l’étude de la modélisation sur la mesure de la fluorescence.
4.2.3 Application à la fluorescence de la résorufine
Les courbes présentées en figure 4.11 indiquent une première phase de dégradation constante du
substrat, suivie d’une phase de ralentissement, puis finalement d’une phase stationnaire qui indique
la fin de la réaction de biodégradation. L’équation du suivi de la fluorescence basée sur le modèle de
Verhulst est appropriée à ces courbes, car elle décrit bien les différentes phases. Le modèle comporte
cependant de nombreux paramètres qu’il faut estimer. Certains d’entre eux ont été évalués de manière
théorique, mais comme nous l’avons déjà vu, la théorie ne s’applique pas forcément à la pratique.
4.2.3.1 Approximation des paramètres du modèle de Verhulst
Dans un premier temps, nous pouvons réécrire l’équation différentielle de Verhulst afin d’en extraire
le paramètre µ. Ainsi, une forme de l’équation 1.5 (chapitre 1) peut être :∫
XM
X · (XM −X )
d X =
∫
µ ·d t (4.8)
La solution de cette équation peut se mettre sous la forme :
ln
(
X
XM −X
)
=µ · t + ln
(
X0
XM −X0
)
(4.9)
Le détail du calcul menant de l’équation différentielle de Verhulst à la solution présentée ci-dessus est
détaillé en annexe.
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La forme affine de cette équation permet d’extraire facilement le taux de croissance bactérien µ.
Nous ne connaissons ici que X0, X étant la concentration bactérienne à chaque instant t, et XM la
concentration bactérienne finale. Tel quel, nous ne pouvons évaluer µ. Cependant, nous pouvons voir,
d’après l’équation 4.2 et les courbes expérimentales, que les signaux de fluorescence observés ne sont,
finalement, que l’image de la croissance bactérienne, liée par le rapport KV /C /Ycel l /C . En remplaçant
les termes X par V, la fluorescence mesurée à chaque instantt, X0 par V0 et XM par VM , l’équation 4.9
devient alors :
ln
(
V
VM −V
)
=µ · t + ln
(
V0
VM −V0
)
(4.10)
Où nous connaissons tous les paramètres V, V0 et VM obtenus des courbes expérimentales.
La fonction décrivant 4.10 a été appliquée aux courbes présentées dans la figure 4.11, dont le résultat
graphique est indiqué en figure 4.15.
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FIGURE 4.15 – Représentation des courbes de 10, 20, 30 et 50 mgC/l.
La pente de la partie linéaire des courbes représente le taux de croissance µ de la population bacté-
rienne, qui semble être du même ordre de grandeur pour tous les échantillons testés. Il y a cependant
une légère variation, ce qui semble corroborer avec de nombreux articles de la littérature traitant de la
relation entre le taux de croissance et la concentration en substrat [Wang et al., 2007].
Nous avons estimé µ pour chaque courbe de la figure et les avons regroupés dans le tableau 4.1.
Comme nous l’avons vu dans le paragraphe 4.2.2.2 expliquant le coefficient KV /C , il peut être facilement
calculé grâce au rapport suivant :
KV /C =
S0
V (∞) (4.11)
Où S0 est la concentration initiale en carbone organique, et V (∞) est la fluorescence mesurée à la fin
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Concentration initiale
en carbone
10 mgC/l 20 mgC/l 30 mgC/l 50 mgC/l
a : µ(h−1) 0,37214 0,44023 0,4911 0,63029
b : ln
(
V0
VM−V0
)
-0,59703 -1,0923 -1,5808 -2,2459
TABLEAU 4.1 – Coefficients de la régression linéaire des courbes de la figure 4.15
de l’expérience.
Nous pouvons donc calculer KV /C pour chaque courbe. Les valeurs des coefficients V (∞) et KV /C sont
résumées dans le tableau 4.2.
Concentration initiale
en carbone S0 (gC/l)
0,01 0,02 0,03 0,05
V (∞) (mV) 131,81 161,81 171,79 189,35
KV /C (mV/gC) 13181 8090,5 5726,3 3787
TABLEAU 4.2 – Valeurs des coefficients utilisés pour calculer KV /C pour chaque courbe de la figure 4.11
Nous ne pouvons évaluer la valeur du coefficient du rendement du carbone organique en biomasse
(Ycel l /C ) avec les seules équations et données expérimentales que nous possédons. Pour cela, il nous
aurait fallu avoir le suivi de la biomasse. Seul un ajustement des équations sur les courbes expérimen-
tales nous permet d’estimer cette valeur. Nous avons donc utilisé le logiciel Igor Pro pour réaliser cette
étape.
XM dans l’équation 4.4 a été remplacé par X0+Ycel l /C×S0, et KV /C etµ par leurs valeurs précédemment
calculées.
Le résultat des ajustements des quatre concentrations (10, 20, 30 et 50 mgC/l) avec le modèle de
Verhulst pour obtenir le paramètre Ycel l /C est résumé dans le tableau 4.3. Seul le paramètre que nous
souhaitions estimer, Ycel l /C , était variable.
La figure 4.16 reprend les courbes expérimentales étudiées avec leurs courbes théoriques ajustées.
Nous observons toutefois une variabilité non négligeable de l’ajustement, notamment pour les courbes
10 et 50 mgC/l. Cette variabilité est due à une estimation approximative de la valeur de µ.
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Concentration initiale
en carbone S0 (gC/l)
0,01 0,02 0,03 0,05
Ycel l /C (cell/gC) 4,3742.e
9 6,2604.e9 6,7005.e9 9,06.e9
TABLEAU 4.3 – Valeurs de Ycel l /C pour les quatre concentrations en carbone organique 10, 20, 30 et 50
mgC/l.
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FIGURE 4.16 – Courbes expérimentales montrant la dégradation bactérienne de 10 (A), 20 (B), 30 (C) et
50 (D) mgC/l avec leurs courbes d’ajustement respectives, dont le seul coefficient variable estYcel l /C .
4.2.3.2 Évaluation des paramètres du modèle de Verhulst à charge carbonée variable
Nous avons calculé, précédemment, les valeurs de KV /C , µ et Ycel l /C . Étudions, maintenant, leur
variation en fonction de la concentration initiale en carbone organique S0.
Le tracé de µ en fonction de S0 indique une relation linéaire (Figure 4.17) :
µ(S0) = 0,30759+6,3944 ·S0 (4.12)
Le tracé de la courbe (Figure 4.18) KV /C en fonction de la concentration initiale en carbone S0 indique
une relation de type exponentielle entre les deux :
KV /C (S0) = 3211,4+20090 ·e70,193·S0 (4.13)
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FIGURE 4.17 – Graphique représentant la relation linéaire entre µ et S0.
Relation toutefois bornée dans la gamme 10 mgC/l – 50 mgC/l. En effet, dans les faibles concentrations
(<10 mgC/l), le coefficient KV /C ne peut être indéfiniment une fonction exponentielle, il existe très
certainement une limite dans sa valeur.
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FIGURE 4.18 – Graphique représentant la relation puissance entre KV /C et S0.
Finalement, la relation entre Ycel l /C et S0 (Figure 4.19) peut être définit comme étant une fonction
puissance :
Ycel l /C (S0) = 1,2726.10
9+3,4224.1010 ·S00,49143 (4.14)
Nous venons d’évaluer les paramètres variables du modèle de Verhulst appliqué au suivi de la fluores-
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FIGURE 4.19 – Graphique représentant la relation exponentielle entre Ycel l /C et S0.
cence de la résorufine, en fonction de la concentration initiale en carbone organique. Les fonctions
mathématiques déduites de cette étude donnent une bonne corrélation avec la concentration en
carbone S0. En appliquant ces nouvelles fonctions au modèle de Verhulst (4.4), nous obtenons alors
un modèle dont le seul paramètre inconnu est S0. Cependant, la corrélation de la nouvelle équation de
Verhulst, aux données expérimentales, ne permet pas d’obtenir une valeur de S0 suffisamment proche
de la valeur réelle. A ce stade de l’étude, les fonctions mathématiques proposées ne sont pas encore
assez précises. Elles nécessitent d’être étudiées avec plus de temps, plus d’attentions et d’être validées
expérimentalement avec de nouvelles expériences.
4.2.4 Quels paramètres pour la prédiction de la DBO ?
Dans les expériences menées avec la résazurine, les pentes au début de l’expérience sont toutes
identiques, impossible alors d’utiliser le modèle exponentiel pour déterminer dans les premières
heures la charge carbonée de l’échantillon. S’impose alors à nous, l’utilisation d’un modèle plus
complexe faisant apparaître une limitation de la croissance bactérienne par le substrat. L’extraction
simple d’un paramètre représentatif de la charge carbonée est, alors, délicate. En effet, quatre des cinq
paramètres composant l’équation 4.4 sont fonction de la concentration en carbone S0. Une relation
avec S0 existe pour chacun de ces quatre paramètres, cependant l’extraction de S0, indiquant la charge
carbonée de l’échantillon, est impossible par une arithmétique simple. L’utilisation d’algorithme de
régression est donc nécessaire.
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4.3 Conclusion
Dans ce chapitre, nous avons présenté les résultats de nos expériences menées sur des dispositifs «
macro » puis sur des biopuces, soit avec une optode intégrée, soit avec la résazurine. D’une manière
générale, le principe de pouvoir accéder à une mesure de la DBO, par suivi d’une culture bactérienne,
est bien établi mais avec des exigences fortes de contrôle des conditions expérimentales.
Nous validons, aussi, les technologies que nous avions préconisé dans le chapitre 3, c’est-à-dire les bio
puces à base de PDMS/verre, avec ou sans optode, et les lecteurs de fluorescence associés. Une étude
des phénomènes observés a été menée avec des modèles théoriques, avec pour objectif d’anticiper
l’estimation de la DBO, ou plus directement de la charge carbonée de l’échantillon.
Nous avons constaté que la mesure de l’oxygène, avec les optodes, est délicate car l’oxygène est très
largement présent dans l’atmosphère environnante et diffuse assez facilement dans la chambre de
mesure. Cet effet est d’autant plus important en micro-volume que, d’une part le matériau PDMS,
utilisé ici, est poreux et d’autre part, le rapport de surface d’échange gazeux est relativement plus
grand dans le microsystème. La mesure de la consommation de l’oxygène dissous ne peut se faire
correctement que lorsque les échanges gazeux sont maîtrisés.
La mesure de la fluorescence de la résorufine, molécule issue de la réduction de la résazurine, permet
de suivre la dégradation de la matière carbonée par les bactéries. De ce fait, la diffusion de l’oxygène
n’est plus un problème pour la modélisation, et n’est pas un facteur limitant pour la mesure.
Le système de lecture de la fluorescence, réalisé avec des composants conventionnels, est bien minia-
turisé et fournit des résultats tout à fait satisfaisants. Il est donc possible de réaliser une mesure de la
charge carbonée à moindre coût en associant une biopuce et un lecteur miniaturisé. Nous avons vu
également que l’utilisation de filtre de qualité permet d’obtenir une meilleure sensibilité de la mesure.
Nous avons choisi d’appliquer le modèle de Verhulst, car la limitation par le substrat est visible via la
fluorescence. Le modèle exponentiel n’est dans notre cas pas utilisable car les cinétiques du début
de l’expérience ne sont pas différenciables, quel que soit l’échantillon. Le modèle de Verhulst ne
nous permet pas, actuellement, d’estimer correctement la charge carbonée de l’échantillon. Car, la
quasi-totalité des paramètres d’identification sont fonctions de la concentration en carbone organique.
Nous devons encore étudier ces paramètres, et leurs interactions entre eux, afin d’obtenir une équation
plus précise du suivi de la fluorescence.
Malgré cela, avec des conditions expérimentales adaptées, le temps de biodégradation peut être réduit
à une douzaine d’heures. La niveau de fluorescence peut, alors, être mesuré, et à l’aide d’un abaque
liant la fluorescence à la concentration en carbone organique dégradé, nous pourrions déterminer la
charge carbonée de l’échantillon en moins de cinq jours, seulement 12 h !
Nous avons noté que, pour les faibles concentrations en carbone organique (5 à 10 mgC/L), il existe
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un mécanisme supplémentaire se rajoutant à la dégradation de la matière carbonée qui est rendu
visible grâce à la fluorescence. En effet, une augmentation de la fluorescence apparaît au bout de
quelques heures lorsque la totalité du carbone semble avoir été dégradé. Cela peut s’expliquer par un
changement du comportement des bactéries qui rentrent en mode de survie et consomment alors
leurs propres réserves emmagasinées au cours de leur croissance. Cet effet est d’autant plus visible
que la concentration en carbone est faible, c’est pourquoi la fluorescence de l’échantillon contenant 0
mg de carbone augmente, malgré tout, au cours du temps. La modélisation devra donc intégrer ce
phénomène pour rendre compte des courbes aux faibles charges carbonées, mais cela n’a pas été
développé au cours de cette thèse.
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Comme nous l’avons vu, en introduction de cette thèse, la qualité de l’eau rejetée dans les cours
d’eau est particulièrement contrôlée, pour des raisons écologiques et sanitaires évidentes. Elle est
évaluée via la mesure normalisée de la DBO5 (Demande Biologique en Oxygène). Cependant, nous
avons recensé certaines limites de viabilité et de précision des techniques qui y sont décrites. Les
travaux de cette thèse avaient donc pour ambition de proposer une méthode de mesure alternative,
plus précise et moins chronophage. Ils ont permis de traiter de la conception et de la réalisation de
prototypes de bio-puces à bactéries destinées à la mesure de la DBO d’un échantillon d’eau. Adossée à
une instrumentation spécifique, notre approche a consisté à les constituer en réseau et à les associer à
un lecteur « portable » pour pouvoir effectuer des mesures ambulatoires sur site.
Dans cette thèse, nous avons traité de la conception et du prototypage d’un microsystème destiné
à la mesure de la DBO d’un échantillon d’eau. Ses parties principales comportent des biopuces
ensemencées en bactéries et un lecteur de fluorescence. L’originalité de notre approche est d’explorer
la voie des biopuces à bactéries associée à un lecteur « portable » pour pouvoir effectuer des mesures
sur site.
Compte tenu des résultats obtenus, nous pouvons apporter des réponses à plusieurs des questions
que nous nous posions en introduction. Avec les choix technologiques que nous avons appliqués,
nous pouvons conclure que les technologies PDMS/verre sont compatibles avec la croissance et la vie
bactérienne. De plus, elles peuvent être adaptées facilement, pour recevoir des capteurs embarqués,
tels que les capteurs d’oxygène dissous. La mesure de DBO par voie de culture bactérienne est donc
possible et les résultats obtenus sur puce miniaturisée sont comparables aux mesures obtenues sur
système macro.
Ce sont des résultats encourageants qui invitent à poursuivre les efforts dans cette voie. Les points
difficiles, pour certains, relèvent de la biologie : il faut améliorer les procédures et les contrôles
biologiques pour assurer une complète reproductibilité des résultats d’essais.
En ce qui concerne les aspects matériaux et technologiques des bio-puces, la filière verre/PDMS que
nous avons développée semble adaptée à des mesures de DBO, non seulement pour des mesures ponc-
tuelles mais également en réseaux pour des détections multi-espèces. Elle a permis de montrer que les
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résultats obtenus sont comparables à ceux des méthodes plus classiques, ce qui valide l’approche de
miniaturisation que nous avons initiée. Néanmoins, cette filière n’est pas adaptée à une production
industrielle : les procédés de polymérisations sont trop lents pour pouvoir fabriquer des biopuces en
série.
Concernant le capteur de DBO, nous avons exploré deux options. L’une utilise une optode intégrée
dans le processus de fabrication de la biopuce pour suivre la teneur en oxygène dissous. L’autre utilise la
résazurine, en exploitant le fait qu’elle devient fluorescente lorsqu’elle est réduite pendant le processus
de biodégradation
Fonctionnellement, le choix de mesure de la concentration d’oxygène par des optodes a révélé des
problèmes liés à la non herméticité des puits. La dynamique de diffusion de l’air emprisonné, et
notamment de l’oxygène, au travers des couches PDMS, peut introduire des biais ou même fausser les
mesures de DBO. Nous avons expérimenté des voies de correction, par exemple en étanchéifiant les
parois en PDMS avec des fines couches de SU8, sans arriver à un résultat entièrement satisfaisant ;
mais ce point doit encore être approfondi.
La deuxième option est technologiquement plus simple, et donc attrayante, car elle ne nécessite pas
d’étanchéifier les puits de mesure. Cependant, il existe, peut-être, une compétition d’utilisation entre
l’oxygène dissous et la résazurine. Les résultats obtenus sont en adéquation avec les objectifs visés,
mais il restera à traiter en profondeur les aspects liés au métabolisme des bactéries.
En parallèle avec ces développements technologiques et des caractérisations en DBO, un autre point a
été abordé dans le cadre de cette thèse. Il s’agit de la modélisation fine des mécanismes de croissance
bactériens et de leurs interactions, par le biais de la réduction de la résazurine, avec leur milieu de
culture. Nous avons exploité les modèles courants mais, si l’on veut accélérer et mieux interpréter les
mesures, il faut multiplier les essais selon un plan d’expérience et paramétrer les modèles avec plus de
précision.
Au bilan de notre travail, nous avons conçu et réalisé un ensemble fonctionnel biopuce-lecteur de
fluorescence. Son fonctionnement a été validé en laboratoire, mais les validations en site réel restent à
effectuer.
Les technologies biopuce doivent être améliorées pour permettre des fabrications en série. Plusieurs
voies technologiques peuvent être envisagées. Des technologies de microfabrication collectives, sur la
base de résines, telles que la SU8, sont envisageables, mais restent encore très coûteuses. Une autre
possibilité, nous semble-t-il plus adaptée, est la réalisation de dispositifs en plastique thermoformé.
Il reste encore un travail conséquent à faire pour développer la modélisation, afin d’en extraire au
mieux, et au plus tôt, un paramètre représentatif de la qualité de l’eau.
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Il est possible de parfaire les technologies fluidiques et progresser dans l’intégration sur puces de
fonctions multiples : injections de fluides, mélanges, lavages, dilutions, etc. . .
En ce qui concerne la biologie, certains points restent à améliorer, par exemple les protocoles de
conservation des inoculums bactériens et leur réanimation dans le milieu de test, afin de minimiser le
taux de mortalité des populations.
Sur un plan plus général, nous avons montré la faisabilité de la filière biopuce portant des cultures
bactériennes. Il est possible d’en étendre le champ applicatif en recherchant et en inventoriant toutes
les applications possibles dans les contrôles/commandes de procédés bio-chimiques et dans les
analyses toxicologiques (Santé et Environnement).
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Annexes
A L’écoulement en microfluidique
A.1 Équations des écoulements
Les mouvements des fluides ont été décrits pour la première fois par Navier en 1827 [Navier, 1827]. Au
premier abord, l’équation de Navier-Stokes (15) est difficile à comprendre. Cependant, nous pouvons
en faire une analogie avec l’équation de Newton, à savoir «Somme des forces = m.a », avec m la masse
et a l’accélération. Nous allons admettre, dans un fluide incompressible, deux types de forces : les
forces de pression, et les forces visqueuses. En considérant un champ vitesse v(r, t ), de pression p(r, t )
et des forces externes f (r, t ) fonctions de l’espace et du temps, l’équation s’écrit alors :
ρ︸︷︷︸
m
(
∂v
∂t
+ v∇v︸ ︷︷ ︸
a
) = −∇p︸ ︷︷ ︸
For ces de pr essi on
+ µ∆v︸ ︷︷ ︸
For ces vi squeuses
+ f︸︷︷︸
For ces exter nes
(15)
Avec ρ la masse volumique du fluide et µ sa viscosité dynamique.
Selon l’écoulement, des approximations peuvent faciliter la résolution de l’équation de Navier-Stokes.
Pour déterminer l’écoulement en jeu, laminaire ou turbulent, il faut calculer le nombre de Reynolds.
C’est un nombre sans dimension qui permet de comparer les forces inertielles aux forces visqueuses
(Equation 16).
Re =
Forces inertielles
Forces visqueuses
=
ρU L
µ
(16)
Où ρ et µ sont respectivement la masse volumique et la viscosité dynamique du fluide, U la vitesse
moyenne du fluide et L la longueur caractéristique de la canalisation.
Avila et al. [Avila et al., 2011] ont déterminé, expérimentalement, la valeur critique du nombre de
Reynolds à laquelle les fluides passent de l’écoulement laminaire à celui de turbulent : Re = 2040. Ainsi,
en deçà de ce nombre, le régime est laminaire et au-delà le régime est turbulent.
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En négligeant certains facteurs physiques, dans le cas d’un écoulement laminaire, comme par exemple :
des forces inertielles petites devant les forces visqueuses, des forces externes nulles et un régime
fluidique à l’état stationnaire, alors l’équation 15 se réduit alors à la forme linéaire :
−∇p+µ∆v + f = 0 (17)
Dans certains cas particuliers, cette équation peut être résolue plus aisément. Nous allons voir dans le
paragraphe suivant comment l’équation 17 permet de lier directement le débit et la pression, dans le
cas de canalisations circulaires et rectangulaires. Nous verrons, par ailleurs, qu’il est possible d’effectuer
une analogie entre l’hydrodynamique et l’électronique.
A.2 Écoulement fluidique au sein d’une canalisation circulaire
Nous nous pencherons, ici, sur l’étude du profil de vitesse d’un écoulement laminaire au sein d’une
canalisation rectiligne et de section circulaire.
z
y
x
r
R
v
θ
FIGURE 20 – Repère associé à une canalisation circulaire
Nous considérons la longueur L de la canalisation et de rayon R dans lequel s’écoule un fluide de
viscosité µ. En prenant pour hypothèse que l’écoulement est laminaire, donc à nombre de Reynolds
faible, la vitesse du fluide s’écrit dans un repère orthonormé cylindrique ~v = u(x,r,θ)−→ex . Pour connaitre
le profil de vitesse, nous allons résoudre l’équation 17. Le fluide de l’étude est incompressible, de ce
fait, l’équation de conservation de la masse se résume à∇.v = 0. De plus, ∂u
∂x
= 0 car la vitesse n’évolue
pas le long de l’axe de la conduite, et compte tenu de la symétrie de révolution de la conduite, on en
déduit que ∂u
∂θ
= 0. Ainsi, nous pouvons en conclure que le vecteur vitesse est purement axial et ne
dépend que de r .
En développant le laplacien et en tenant compte du fait que u ne dépend que de r , l’expression de
l’équation de Stockes donne alors en coordonnées cylindriques le système suivant :

∂P
∂x
=µ(
1
r
∂
∂r
(r
∂u
∂r
))
∂P
∂r
= 0
∂P
∂θ
= 0
(18)
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Nous pouvons conclure que P ne dépend que de x (car ∂u
∂x
= ∂u
∂θ
= 0) et que la pression varie linéai-
rement le long de x, et donc ∂P
∂x
= K . Nous pouvons alors déterminer le profil de vitesse u(r ) en
remplaçant ∂P
∂x
= K dans 18 et en résolvant cette dernière équation, nous obtenons le profil de vitesse :
u(r ) =
K
4µ
r 2+K ′ ln(r )+K ′′ (19)
K ′ et K " sont deux constants d’intégration dont l’indétermination peut être levée en appliquant les
conditions aux limites. On sait que la vitesse est nulle à l’interface solide-liquide (u(r = R) = 0) et que la
vitesse est maximale sur l’axe de la conduite en r = 0. Le profil de vitesse peut alors se formuler :
u(r ) =− K
4µ
(R2− r 2) où 0≤ r ≤R (20)
Si on définit la vitesse moyenne comme le rapport du débit volumique sur la section de la conduite, on
a :
〈u〉 = QV
S
=
1
piR2
∫∫
u(r )dS =− K
8µ
R2 (21)
Comme∆P =−dPd x∆x =−K∆x et S =piR2, nous pouvons alors écrire le débit volumiqueQV dans une
conduite de longueur∆x = L :
QV =− K
8µ
R2S =
piR4
8µL
∆P (22)
En écrivant l’équation 22 selon∆P , alors nous trouvons la formule de Poiseuille.
A.3 Écoulement fluidique au sein d’une canalisation rectangulaire
z
y
x
h
L w
FIGURE 21 – Repère associé à une canalisation de section rectangulaire
Dans le cas des puces microfluidiques, les canalisations sont de section rectangulaire. Le profil de
vitesse de l’écoulement au sein de ce type de canalisation peut être étudié en reprenant le même
raisonnement que pour une canalisation circulaire. En effet, en désignant la longueur de la canalisation
L, sa largeur w et sa hauteur h, la vitesse du fluide peut alors s’écrire, dans un repère orthonormé
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cartésien, −→v = u(x, y, z)−→ex . Ainsi, le système 18 devient :
∂P
∂x
=µ(
∂2u
∂y2
+ ∂
2u
∂z2
)
∂P
∂y
= 0
∂P
∂z
= 0
(23)
Dans les mêmes conditions que dans la partie précédente, la pression varie linéairement le long de x
et donc ∂P
∂x
= K . En appliquant les conditions aux limites u(y = (0, w), z) = 0∀z et u(y, z = (0,h) =) = 0∀y ,
l’équation peut être résolue par décomposition en série de Fourrier. L’expression de u(x, y) obtenue
est :
u(y, z) =
8K
µw
∞∑
n=1
(−1)n+1
β3n
(
1− cosh(βn z)
cosh(βn
h
2 )
)
cos(βn y)
avec βn = (2n−1) pi
w
(24)
En intégrant cette expression sur la totalité de la section de la canalisation et sachant que K = ∆PL ,
nous obtenons l’expression du débit :
QV =
∫∫
u(y, z)d zd y
QV =
8∆Ph
µLw
∞∑
n=1
1
β4n
(
1− 2
βn
tanh
(
βn
w
2
)) (25)
Cette expression peut être simplifiée afin d’obtenir une estimation approchée du débit (à 10% près
d’après Tabeling [Tabeling, 2003]), le débit s’exprime alors :
QV =
wh3
12µL
(
1− 6×2
5h
pi5w
)
∆P (26)
Dans le cas de canaux ayant un rapport d’aspect important (wh > 10), l’expression 26 peut être encore
simplifiée. La relation entre le débit et la pression est alors simple et devient :
QV =
wh3
12µL
∆P (27)
A.4 Analogie avec les circuits électriques
La relation entre la différence de pression∆P et le débit Q dans une canalisation peut être comparée à
l’une des lois les plus connues en électronique : la loi d’Ohm (U = R× I ). En effet, en définissant que la
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différence de potentiel U est égale à la différence de pression∆P , et le courant I est égal au débit Q,
alors nous pouvons réécrire la loi d’Ohm en terme fluidique :
∆P = Rh ×Q (28)
Avec Rh la résistance hydrodynamique. Elle ne dépend, finalement, que des grandeurs de la canalisa-
tion si l’on compare l’équation 28 avec l’équation 26 ou l’équation 22. Cette analogie est intéressante
pour modéliser des circuits microfluidiques, cela nous permet de dimensionner facilement les micro-
dispositifs et de connaître la répartition des fluides entre les différentes branches. Pour cela, il suffit
d’écrire le schéma électrique équivalent du circuit fluidique. Nous pouvons alors connaître les débits
et les pressions dans les différentes branches, en appliquant la loi des nœuds et la loi des mailles.
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B Validation du gradient
Le gradient décrit dans la partie 2.4.1.2 du chapitre 2 a été testé et caractérisé afin de valider la bonne
répartition des fluides. Rappelons l’architecture du gradient de concentration :
FIGURE 22 – Architecture du gradient de concentration décrit dans la partie 2.4.1.2 du chapitre 2.
Pour valider le gradient, nous avons utilisé une micro-pompe à solénoïde injectant 50 µl par impulsion.
L’ensemble ne comportant aucune fuite, nous pouvons donc aisément admettre que la totalité du
fluide entrant dans le système à gradient de concentration se retrouve finalement répartie sur les
trois sorties du système. Des récipients ont été placés sur les trois sorties du système à gradient, et
auparavant pesés individuellement. Les récipients sont à nouveau pesés après injection du fluide. Le
tableau 4 résume les différents essais menés, et permet de déterminer la moyenne des répartitions
mesurées. Les valeurs indiquées sont en pourcentage de la concentration initiale, soit en pourcentage
de la masse mesurée dans le récipient 1.
XXXXXXXXXXXEssai
Récipient
1 2 3
Essai n°1 100 % 84,2 % 45,8 %
Essai n°2 100 % 84,1 % 49,7 %
Essai n°3 100 % 83,4 % 48,3 %
Essai n°4 100 % 83,4 % 48,7 %
Moyenne 100 % 83,8 % 48,1 %
TABLEAU 4 – Résumé de la répartition fluidique en masse des récipients mesurée lors des différents
essais
Les résultats montrent qu’il y a un décalage entre les calculs théoriques et les résultats expérimentaux.
Cette différence peut être due à l’imprécision de la découpe des capillaires, ou au comportement de la
croix microfluidique. En effet, une mauvaise découpe peut induire une modification de la longueur,
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ou même, un écrasement de la canalisation au niveau du point de découpe, et ainsi créer, localement,
une modification de la résistance hydrodynamique. Le comportement du fluide à l’intérieur de la
croix peut également poser problème. Le fluide est-il bien réparti dans les trois branches ? Existe-
t-il localement un écoulement turbulent qui viendrait perturber la répartition du fluide ? Face à la
complexité de ces questions, nous avons choisi de ne pas résoudre ce problème théoriquement, mais
d’y répondre empiriquement. En enlevant 2 mm au capillaire 1, nous avons montré que nous obtenions
de bons résultats. Nous avons réalisé la symétrie de ce gradient afin de pouvoir tester l’ensemble avec
une solution mère contenant une molécule fluorescente d’un côté et de l’autre le diluant (eau DI).
En connaissant le coefficient d’extinction molaire de cette molécule, nous pouvons remonter à sa
concentration et donc valider le fonctionnement du gradient (Tableau 5).
Sortie du gradient Absorbance mesurée
Concentration
molaire (µM)
Concentration par
rapport à la solution
mère (%)
Sortie n°1 0,84 96,56 100
Sortie n°2 0,447 54,84 56,79
Sortie n°3 0,335 38,51 39,88
Sortie n°4 0 0 0
TABLEAU 5 – Tableau validant le fonctionnement du gradient de concentration, mesuré par fluores-
cence
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C Écriture du modèle de Verhulst sous une forme affine
L’équation différentielle décrivant la croissance bactérienne, proposée par Verhulst, est :
d X
d t
=µ.
(
1− X
XM
)
.X (29)
Qui peut s’écrire : ∫
XM
X . (XM −X )
.d X =
∫
µ.t (30)
Et sachant que : ∫
1
x. (a−x) =
ln(x)− ln(a−x)
a
(31)
L’équation 30 devient :
XM .
[
ln(X )− ln(XM −X )
XM
]X
X0
=µ.t (32)
Finalement :
ln
(
X
XM −X
)
=µ.t + ln
(
X0
XM −X0
)
(33)
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